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EP300: E1A-associated protein p300, 
familia CBP/p300 
EST: expression sequences tags 
 
F 
FAD: flavin adenine dinucleotide 
FBS: fetal bovine serum 
Fe
2+
: ion hierro 
G 
g: fuerza de la gravedad 
GDP: guanosine diphosphate 
GG-NER: global genome NER 
GNAT: GCN5-related N-
acetyltransferase 




H2A.Bbd: H2A Barr body deficient (o 
H2A.B) 
H2AK15ub: ubiquitinación de la lisina 
15 de la histona H2A 
H2AK119ub: ubiquitinación de la lisina 
119 de la histona H2A 
H2BFWT: histone H2B type WT (o 
H2B.W) 
H2BK120ub: ubiquitinación de la lisina 
120 de la histona H2B 
H3K4ac: acetilación de la lisina 4 de la 
histona H3 
H3K4me3: trimetilación de la lisina 4 
de la histona H3 
H3K9ac: acetilación de la lisina 9 de la 
histona H3 
H3K9me2/3: di- y trimetilación de la 
lisina 9 de la histona H3 
H3S10ph: fosforilación de la serina 10 
de la histona H3  
H3K14ac: acetilación de la lisina 14 de 
la histona H3 
H3K27ac: acetilación de la lisina 27 de 
la histona H3 
H3K27me2/3: di- y trimetilación de la 
lisina 27 de la histona H3 
H3K36me3: trimetilación de la lisina 
36 de la histona H3 
H3K45ph: fosforilación de la lisina 45 
de la histona H3 
H3K79me2: dimetilación de la lisina 79 
de la histona H3 
H4S1ph: fosforilación de la serina 1 de 
la histona H4 
H4R3me: metilación de la arginina 3 
de la histona H4 
H4K(5,8,12,16)ac: acetilaciones de las 
lisinas 5, 8, 12 y 16 de la histona H4 
H4K16ac: acetilación de la lisina 16 de 
la histona H4 
H4K20me1/2/3: mono-, di- y 
trimetilación de la lisina 20 de la 
histona H4 





HATs: acetiltransferasas o acetilasas 
de histonas 
HCl: ácido clorhídrico 
HDACs: deacetilasas de histonas 
HDMs: demetilasas de histonas 
HJ: Holliday junctions 





INO80: inositol requiring 80 
IP: ioduro de propidio 
IR: radiación ionizante 
ISWI: imitation switch 
 
J 
JMJC: Jumonji C 
JMJD2i: JMJD2 inhibitor 
JNK: c-Jun N-terminal kinase 
 
K 
KCl: cloruro de potasio 
kDa: kiloDalton 
KDMs: demetilasas de lisinas 
 
L 
LSDs: demetilasas lisina-específicas 
M 
M: molar 
macroH2A1.1: macrohistona H2A1.1  
macroH2A2: macrohistona H2A2 
MAPKs: mitogen-activated protein 
kinases 
MCM: minichromosome maintenance 
MCPH1: microcephalin o BRIT1 
MDC1: mediator of DNA damage 
checkpoint protein 1 
MEK1: mitogen-activated protein 
kinase 1 
mg: miligramo 





MMC: mitomicina C 
MMS: metil-metanosulfonato 
MNU: metil-nitrosurea  
Mre11: meiotic recombination 11 
MRN: Mre11-Rad50-NBS1 




NaCl: cloruro de sodio 
NAD
+






NaF: fluoruro de sodio 
NBS1: Nijmegen breakage syndrome 
1 
NER: nucleotide excision repair 
NES: nuclear exportation signal 
ng: nanogramo 
NHEJ: non-homologous end joining 





ORCs: origin recognition complexes 
 
P 
PARP: poly-ADP ribose polymerase 
PBAF: polybromo-associated BAF 
PBS: phosphate buffer salinum 
PCNA: proliferating cell nuclear 
antigen 
PIC: complejo de pre-iniciación 
PIKK: phosphoinositole 3-kinase-like 
kinases 
PKCδ: proteína quinasa Cδ 
PKMTs: protein lysine 
methyltransferases  
Plk1: polo-like kinase 1 
Plk3: polo-like kinase 3 
PMSF: phenyl methyl sulfonyl fluoride 
pre-RC: pre-replication complex 
PRC1: complejo represor Polycomb 1 




Ran: Ras-related nuclear 
Rb: retinoblastoma 
RIPA: radio immunoprecipitation assay 
ROS: reactive oxygen species 
RPA: replication protein A 
rpm: revoluciones por minuto 





SAHA: suberoylanilide hydroxamic 
acid 
SAM: S-adenosil-metionina  
SDS: sodium dodecyl sulfate 
SDS-PAGE: SDS-polyacrilamide gel 
electrophoresis 
SEC: complejo de superelongación 
SET: suppressor of variegation, 
enhancer of zeste, and trithorax 
SIRT: sirtuinas 
SSA: single strand annealing 









TBS-T: Tris buffer salinum - Tween-20 
TCR: transcription-coupled repair 
TEMED: N, N, N’, N'- 
tetrametiletilenodiamina 
TSH2B: testis-specific histone H2B o 
H2B tipo 1A 
 
U 
UV: radiación ultravioleta 




VRK: Vaccinia-related kinase 
 
W 














53BP1: p53-binding protein 1 




























Tabla 1: Lista de aminoácidos y bases nitrogenadas con sus abreviaturas.
Aminoácidos 
Abreviatura Aminoácido 
A Ala Alanina 
C Cys Cisteína 
D Asp Aspártico 
E Glu Glutámico 
F Phe Fenilalanina 
G Gly Glicina 
H His Histidina 
I Ile Isoleucina 
K Lys Lisina 
L Leu Leucina 
M Met Metionina 
N Asn Asparagina 
T Thr Treonina 
V Val Valina 

































En las células eucariotas, la longitud del ADN genómico (de aproximadamente 4 
metros en las células humanas) implica una organización estructurada del mismo que 
permita su empaquetamiento en el núcleo. Este ADN genómico se enrolla alrededor 
de las histonas y forma la cromatina. La primera imagen de las fibras de cromatina se 
obtuvo mediante microscopía electrónica y en ella se observaba una serie de 
partículas esféricas unidas mediante fragmentos de ADN (1). Posteriormente, estas 
partículas esféricas pasaron a llamarse nucleosomas y constituyen la unidad 
fundamental de la cromatina (2). 
1.1 Estructura de los nucleosomas 
Cada nucleosoma está formado por un octámero de histonas (nucleosome core), el 
ADN y la histona de unión (DNA and histone linkers), siendo una estructura altamente 
conservada desde las levaduras hasta los organismos eucariotas más evolucionados 
(3).  
El octámero de histonas consta de dos copias de las histonas H2A, H2B, H3 y H4, en 
torno a las cuales se enrolla un segmento de ADN de 147 pares de bases (core DNA). 
La unión entre el ADN y las histonas, mediada principalmente por la interacción entre 
los grupos fosfato del ADN y las cadenas laterales de lisinas y argininas de las 
histonas, impide que pueda ser digerido por las nucleasas (3). Además, esta unión 
restringe el acceso al ADN de los factores implicados en transcripción, replicación o 
reparación, por lo que, tanto las posiciones como la estructura de los nucleosomas, 
deben modificarse dinámicamente de manera espontánea o vía remodelación 
enzimática para garantizar el correcto funcionamiento de los distintos procesos 
celulares (4). 
Las cuatro histonas que forman parte del nucleosoma son proteínas relativamente 
pequeñas (11-15 kDa) y de carácter básico. Todas ellas poseen un dominio central 
(histone-fold domain) altamente conservado que consta de tres hélices α (α1, α2 y 
α3), conectadas por dos pequeños bucles (L1 y L2), y cuya función principal consiste 
en formar heterodímeros H2A-H2B y H3-H4. Cada uno de los heterodímeros H2A-
H2B se incorpora de manera independiente al nucleosoma, mientras que los 
heterodímeros H3-H4 forman un tetrámero (H4-H3:H3-H4). Este tetrámero se une a 
cada uno de los dímeros H2A-H2B vía H2B:H4 y da lugar a una cadena simétrica 





(H2A-H2B:H4-H3:H3-H4:H2B:H2A) que favorece la unión entre estas histonas y el 
ADN (3, 4).  
 
Figura 1: Estructura esquemática de las histonas canónicas que forman el nucleosoma. 
Adaptado de (3) y (4). 
Los extremos N-terminal de estas histonas y el C-terminal de la histona H2A son colas 
flexibles, muy poco organizadas y ricas en lisinas y argininas. Estas regiones 
contienen sitios diana para multitud de enzimas implicadas en la modificación de 
histonas (writers), que generan puntos de unión para otras proteínas (readers) (3, 4). 
A su vez, las histonas H2A y H2B poseen regiones ricas en aminoácidos ácidos 
(acidic patch) en la superficie del nucleosoma que también sirven de anclaje para 
diversas proteínas (4).  
La familia de histonas H1 (linker histones) también forma parte de la estructura del 
nucleosoma, pero sus miembros están menos conservados entre especies. Sus 
principales funciones son estabilizar el ADN enrollado en el nucleosoma, promover el 
plegamiento y ensamblaje de estructuras más compactadas de la cromatina, controlar 
el espaciado entre nucleosomas, regular la expresión génica y suprimir la 
transcripción de elementos repetitivos transponibles presentes en el ADN. Dichas 
funciones dependen, en muchas ocasiones, de modificaciones postraduccionales en 

















1.1.1 Variantes de histonas en el nucleosoma 
En mamíferos, además de las histonas canónicas (H2A, H2B, H3.1 (o H3.2) y H4), 
que se sintetizan durante la fase S del ciclo (5), existen variantes de histonas que 
presentan homología de secuencia con las canónicas y que, por lo general, se 
sintetizan e incorporan al nucleosoma de manera independiente al ciclo celular. Estas 
variantes presentan diferentes características estructurales y funcionales, necesarias 
para la regulación de la cromatina (6).  
En el genoma humano se han descrito multitud de genes que codifican variantes de 
histonas, sin tener en cuenta los correspondientes a las histonas canónicas. Existen 8 
variantes de la histona H2A (H2A.X, H2A.Z.1, H2A.Z.2.1, H2A.Z.2.2, H2A.Bbd (H2A 
Barr body deficient o H2A.B), macroH2A1.1, macroH2A1.2 y macroH2A2) y 6 de la 
histona H3 (H3.3, CENP-A (histone H3-like centromeric protein A), H3.1T, H3.5, H3.X 
(también conocida como H3.Y.2) y H3.Y (denominada a su vez H3.Y.1)) en células 
somáticas. También se han identificado dos variantes de la histona H2B en los 
testículos (H2BFWT (histone H2B type WT o H2B.W) y TSH2B (testis-specific histone 
H2B o H2B tipo 1A). Sin embargo, no se han descubierto variantes de la histona H4 
en organismos eucariotas superiores (6). 
Estas variantes de histonas pueden influir directamente sobre la estructura 
nucleosomal. Este es el caso de la histona H2A.Bbd, cuya incorporación conduce a la 
formación de una cromatina menos compactada que facilita la transcripción (7), o de 
la variante H2A.Z.2.2, que contiene cambios estructurales en su extremo C-terminal 
que desestabilizan el nucleosoma (8).  
En muchos casos, el efecto de estas histonas no canónicas depende de si el 
nucleosoma es homotípico (dos copias de la misma histona), heterotípico (una histona 
canónica y una variante) o posee dos variantes diferentes. Por ejemplo, los 
nucleosomas que contienen H2A.Z y H3.3 son menos estables y suelen localizarse en 
regiones reguladoras del genoma, como promotores activos o enhancers (9). 
Además, la incorporación de variantes a la estructura de la cromatina tiene efectos 
indirectos sobre su organización y sobre otros procesos biológicos. Esto se debe a 
que las modificaciones postraduccionales asociadas a estas variantes no son las 
mismas que las de las histonas convencionales. Por esta razón, existen proteínas que 
reconocen específicamente a la histona H2AX fosforilada en respuesta al daño génico 
(10) o a nucleosomas hiperacetilados en su histona H4 que contienen la variante 





En resumen, la incorporación de variantes de histonas es un proceso altamente 
regulado que modifica la organización de la cromatina alterando la estructura y 
estabilidad de los nucleosomas y/o promoviendo el reclutamiento de distintas 
proteínas responsables de sus funciones biológicas (12). 
1.2 Moduladores de la estructura de la cromatina 
La epigenética, que se define como los cambios en el fenotipo causados por 
mecanismos que no dependen de la secuencia de ADN, es esencial en el control de la 
expresión génica (13). Estos cambios epigéneticos se asocian a distintos procesos 
celulares e implican metilación del ADN, alteraciones en el posicionamiento de los 
nucleosomas y modificaciones covalentes de histonas, que, en su conjunto, modulan 
la estructura de la cromatina. 
1.2.1 Metilación del ADN 
La metilación del ADN consiste en la unión covalente de un grupo metilo (-CH3) en la 
posición 5 de la citosina. Aquellas citosinas susceptibles a metilarse se localizan en 
dinucleótidos CpG y se acumulan en las denominadas islas CpG, propias de regiones 
promotoras y/o del primer exón. Sin embargo, la expresión génica no depende de la 
densidad de islas CpG en sí mismas, sino de que estén metiladas o no. Las enzimas 
que catalizan esta reacción se denominan ADN metiltransferasas (DNMTs) y utilizan 
como donador del grupo metilo a la S-adenosil-metionina (SAM). La familia de las 
DNMTs consta de 5 miembros en mamíferos: DNMT1, DNMT2, DNMT3a, DNMT3b y 
DNMT3L, aunque parece que sólo DNMT1, DNMT3a y DNMT3b participan 
activamente en el patrón global de metilación de citosinas. De estas tres, DNMT3a y 
DNMT3b son metilasas de novo, asociadas a la embriogénesis y al desarrollo de las 
células germinales, mientras que DNMT1 es una metilasa de mantenimiento que se 
encarga de restaurar el patrón de metilación original en las nuevas cadenas de ADN 
sintetizadas durante la replicación (14). 
1.2.2 Posicionamiento de los nucleosomas: chaperonas de histonas y 
complejos remodeladores de cromatina dependientes de ATP 
La incorporación y eliminación de las histonas que forman parte del nucleosoma es un 
proceso altamente controlado tanto espacial como temporalmente y está mediado por 
chaperonas y complejos remodeladores de cromatina dependientes de ATP (15, 16). 
Las chaperonas participan en distintas etapas de la formación del nucleosoma y se 





degradación. Algunas de ellas están implicadas en el tráfico de histonas entre el 
citoplasma y el núcleo, regulando las interacciones entre histonas e importinas; otras 
facilitan la unión a las histonas de las enzimas encargadas de modificarlas 
postraduccionalmente y/o favorecen las interacciones entre histonas que permiten el 
ensamblaje de los nucleosomas (12). Desde el descubrimiento de la primera 
chaperona de histonas, la nucleoplasmina, se han identificado y caracterizado otras 
muchas asociadas a diferentes procesos celulares como la transcripción, la 
replicación y la reparación del ADN (12, 16, 17). 
Junto con las chaperonas, los remodeladores de cromatina también participan 
activamente en el posicionamiento de las histonas, ya que son complejos 
multiproteicos capaces de alterar la estructura de la cromatina mediante la 
incorporación o eliminación de dichas histonas (12). Esto es posible gracias a la 
presencia de una subunidad ATPasa de la subfamilia Snf2 (dos plegamientos en 
tándem tipo RecA, DExx y HELICc) en dichos complejos, que permite reestructurar los 
nucleosomas utilizando la energía de la hidrólisis del ATP. Estos remodeladores de 
cromatina son muy abundantes en la célula, y se clasifican en cuatro familias: 
SWI/SNF (switch/sucrose-non-fermenting), ISWI (imitation switch), CHD 
(chromodomain-helicase-DNA binding) e INO80 (inositol requiring 80) (18, 19).  
La familia SWI/SNF se caracteriza por presentar un dominio HSA (helicase-SANT) en 
su extremo N-terminal, implicado en el reclutamiento de actina o proteínas 
relacionadas con ella (ARPs, actin-related proteins), y un bromodominio (BRD) en su 
región carboxilo, que reconoce lisinas acetiladas en los extremos N-terminales de las 
histonas (20). En humanos, existen dos tipos de SWI/SNF que constan de ocho o más 
proteínas y que se constituyen en torno a Brg1 y Brm. Los factores asociados a cada 
uno de estos tipos, denominados BAF (BRG1-associated factors) y PBAF (polybromo-
associated BAF), regulan las funciones de esta familia de remodeladores de 
cromatina, su ensamblaje y sus dianas (18, 19). 
Los complejos ISWI son más pequeños que los SWI/SNF (de dos a cuatro 
subunidades, entre las que se encuentran las ATPasas SNF2H o SNF2L) y se 
caracterizan por la presencia de los dominios HAND, SANT y SLIDE en su región C-
terminal con capacidad de unión al ADN y a las colas de las histonas (21). Las 
funciones de estos remodeladores están principalmente asociadas al espaciado de los 






Figura 2: Familias de complejos remodeladores de cromatina dependientes de ATP. Se indican 
los principales dominios que caracterizan a cada una de estas familias. Adaptado de (18) y (19). 
La tercera de las familias, CHD, tiene como principal característica la presencia de 
dos cromodominios (CHD) en tándem en el extremo N-terminal, responsables de la 
unión de estos remodeladores a las lisinas metiladas (21). Sin embargo, se han 
descrito tres subfamilias que se diferencian entre sí por sus motivos estructurales 
adicionales. La primera de estas subfamilias, formada por CHD1 y CHD2, tiene un 
dominio de unión al ADN que reconoce principalmente zonas ricas en pares AT en su 
región C-terminal. La siguiente subfamilia, compuesta por CHD3 (Mi-2α) y CHD4 (Mi-
2β), carece de este dominio de unión al ADN, pero contiene dos motivos PHD tipo 
dedos de zinc en su extremo N-terminal. Por último, la tercera subfamilia, que incluye 
a los miembros CHD6-9, posee dominios SANT en su región C-terminal. Cabe 
destacar que uno de los miembros de esta familia, CHD5, no se engloba en ninguna 
de estas subfamilias al contener dominios PHD y SANT en sus extremos N- y C-
terminales, respectivamente (19). 
Finalmente, la familia de remodeladores INO80 se caracteriza por la presencia de una 




















proteínas relacionadas con la actina. De hecho, las subunidades motoras de estos 
complejos también poseen en su región N-terminal un dominio HSA (18, 19, 21). 
1.2.3 Modificaciones covalentes de histonas 
Como ya se ha mencionado en apartados anteriores, las histonas poseen extremos N-
terminales desestructurados que pueden ser modificados postraduccionalmente en 
función del proceso biológico en el que participen. Estas modificaciones covalentes 
alteran el patrón de interacción entre los nucleosomas o actúan como puntos de 
anclaje de proteínas no histonas, lo que conduce, por un lado, a la formación de 
distintas regiones en la cromatina (eucromatina y heterocromatina), y, por otro, a la 
regulación de procesos biológicos como la replicación, la transcripción o la reparación 
del ADN (22).  
Una de las modificaciones covalentes mejor caracterizadas es la acetilación, 
catalizada por las acetiltransferasas de histonas (HATs). Estas enzimas transfieren el 
grupo acetilo procedente del acetil-coenzima A (acetil-CoA) al grupo amino ε de 
algunas de las lisinas de las colas de las histonas y se clasifican en tres grandes 
familias: GNAT (GCN5-related N-acetyltransferase), MYST (por sus miembros MOZ, 
Ybf2/Sas3, Sas2 y Tip60) y CBP/p300, también conocida como EP300 (E1A-
associated protein p300) (23). Muchas de estas HATs forman parte de complejos 
multiproteicos y son los demás componentes de estos complejos los que determinan 
su actividad catalítica y especificidad (24). 
La acetilación de histonas es un proceso reversible mediado por las deacetilasas 
(HDACs), las cuales catalizan la eliminación de los grupos acetilo de las lisinas (23). 
En humanos, se clasifican en 4 clases: I, II, III y IV. Las enzimas que pertenecen a las 
clases I (HDAC1−3 y -8), II (HDAC4−7, -9 y -10) y IV (HDAC11) pertenecen a la 
superfamilia de las arginasa/deacetilasas y utilizan como cofactor el zinc (Zn
2+
). Sin 
embargo, la clase III (sirtuinas, SIRT1−7) cataliza una reacción particular en la que 
transforman la acetil-lisina y el NAD
+
 (nicotinamide adenine dinucleotide) en lisina 
deacetilada, nicotinamida y 2′-O-acetil-ADP ribosa. De todos sus miembros, sólo las 
sirtuinas 1−3 tienen actividad deacetilasa y únicamente SIRT1 se localiza en el 
núcleo. La actividad de estas cuatro familias de HDACs depende de interacciones 
proteína-proteína y modificaciones postraduccionales, y puede estar regulada a través 






Otra de las modificaciones más prevalentes es la metilación, que afecta a residuos de 
lisina y arginina. Las metiltransferasas de histonas, conocidas también como PKMTs 
(protein lysine methyltransferases) o PRMTs (protein arginine methyltransferases) por 
su capacidad para metilar sustratos que no son histonas, catalizan la transferencia del 
grupo metilo procedente de la S-adenosil-L-metionina (SAM) a las lisinas (mono-, di- o 
trimetiladas) o argininas (mono- o dimetiladas de manera simétrica o asimétrica) 
localizadas en el extremo N-terminal de las histonas, liberando S-adenosil-L-
homocisteina como producto de la reacción (25, 26). En el caso de las PKMTs, todas 
ellas, a excepción de DOT1L, presentan un dominio SET (suppressor of variegation, 
enhancer of zeste, and trithorax) encargado de mediar la metilación de los grupo 
amino ε de las lisinas. Dentro de estas PKMTs, algunas sólo monometilan lisinas, 
como SET7/9, mientras que otras son capaces de mediar la mono-, di- y trimetilación 
de estas lisinas, como es el caso de G9a y EZH2. Por su parte, las PRMTs metilan el 
grupo guanidino terminal de las cadenas laterales de las argininas generando tres 
productos: monometilarginina, dimetilarginina asimétrica o dimetilarginina simétrica. 
PRMT7 sólo cataliza la monometilación, mientras que todas las demás también 
catalizan la monometilación y se clasifican en tipo I, si, a su vez, median la 
dimetilación asimétrica (PRMT1−4, -6 y -8), o tipo II, si la reacción es simétrica 
(PRMT5) (24). 
Al principio se pensaba que la metilación de histonas era una modificación covalente 
estable y que sólo mecanismos no enzimáticos podían mediar la demetilación, pero 
los cambios en los niveles de metilación asociados al ciclo celular y a otros procesos 
biológicos pusieron de manifiesto la existencia de demetilasas de histonas (HDMs) 
(25). Estas HDMs, descritas únicamente para los residuos de lisina, se dividen en dos 
grupos en función del tipo de reacción enzimática que catalizan: las demetilasas 
lisina-específicas o LSD, y las de la familia Jumonji C (JMJC). Las enzimas LSD1/2 
son amino-oxidasas dependientes de FAD (flavin adenine dinucleotide) que demetilan 
la H3K4 mono- y dimetilada generando FADH2, H2O2 y una imina, que se reduce y da 
lugar a la lisina demetilada y formaldehído en presencia de agua. La otra familia de 
demetilasas (JMJC) utiliza como cofactores de la reacción de oxidación/reducción al 
α-cetoglutarato y al hierro (Fe
2+
), obteniendo como productos lisina demetilada, 
succinato y paraformaldehído. Esta reacción, catalizada por las JMJC, permite 
demetilar histonas que contienen lisinas mono-, di- o trimetiladas (24). 
Junto con la acetilación y la metilación, la fosforilación y ubiquitinación de histonas son 
modificaciones esenciales en distintos procesos biológicos. Las proteínas quinasa, 





transferencia del grupo fosfato γ del ATP a residuos de serina, treonina o tirosina, y 
son las serina/treonina- o las tirosina-fosfatasas las que revierten esta unión covalente 
(27). Tanto la fosforilación como la defosforilación de histonas juegan un papel clave 
en la reparación del ADN, la regulación transcripcional y la compactación de la 
cromatina (24). La ubiquitinación de histonas, por su parte, es un proceso más 
complejo que el de la fosforilación y consiste en la unión reversible de una o más 
ubiquitinas a las lisinas correspondientes de las proteínas diana. El sistema de 
ubiquitinación está formado por 3 enzimas, de activación o E1, de conjugación o E2, y 
de ligación o E3, que median la formación de un enlace amida entre la glicina de la 
región C-terminal de la ubiquitina y la lisina de la proteína. Esto genera una proteína 
monoubiquitinada, pero el proceso puede repetirse secuencialmente para formar 
cadenas (28). La  mono- o poliubiquitinación, en el caso de las histonas, está 
asociada a la aparición de marcas en la cromatina y de nuevos puntos de anclaje para 
otras proteínas en procesos celulares como la reparación del ADN o la regulación de 
la transcripción (29-32). 
Dicho esto, se han descrito otras muchas modificaciones covalentes que también 
modulan la estructura de la cromatina y regulan la expresión génica, como son la 
sumoilación, propionilación, butirilación, crotonilación, 2-hidroxiisobutirilación, 
malonilación, succinilación y formilación de lisinas, la ADP ribosilación de lisinas y 
glutámicos, la deiminación y citrunilación de argininas, la isomerización de prolinas, la 
hidroxilación de tirosinas o la O-glucosil-N-acetilación de serinas y treoninas (22, 33). 
1.3 Cambios en la cromatina asociados a procesos celulares 
Durante la replicación, transcripción o reparación del ADN, la maquinaria celular 
necesita acceder al ADN que se encuentra empaquetado en fibras de cromatina en el 
núcleo. Esto exige una estricta regulación espacio-temporal de multitud de factores 
que permita modular la estructura de la cromatina en función de las necesidades 
celulares y sea capaz de devolverla posteriormente a su estado basal (34). 
1.3.1 Modificación de la cromatina en replicación 
Durante la replicación tiene lugar la duplicación del genoma, un proceso altamente 
regulado que garantiza la transmisión de la información genética a las células hijas. A 
su vez, esta duplicación del ADN tiene que ir acompañada de la duplicación de la 






El inicio de la replicación se puede dividir en tres etapas: el reconocimiento de los 
orígenes de replicación por los ORCs (origin recognition complexes) cuando las 
células salen de mitosis, el reclutamiento del complejo MCM (minichromosome 
maintenance), necesario para formar el pre-RC (pre-replication complex), durante G1 
y el inicio de la replicación en sí mismo mediado por las quinasas DDK y las CDKs 
(quinasas dependientes de ciclinas) al comienzo de la fase S (35). 
Una vez iniciada, la replicación del ADN depende del replisoma, un complejo que 
necesita que se produzcan cambios en la estructura de la cromatina para funcionar 
correctamente. Estos cambios implican el desensamblaje de los nucleosomas que se 
encuentran delante de la maquinaria replicativa, el reciclaje de las histonas parentales 
en las cadenas de ADN recién sintetizadas, la síntesis de nuevas histonas en los 
sitios de replicación, el ensamblaje de las histonas nuevas y de las parentales para 
mantener la densidad de nucleosomas en las dos cadenas de ADN sintetizadas y la 
restauración de las marcas en las histonas y el ADN con el objetivo de devolver la 
cromatina a su estado original (36). Todos estos procesos están mediados por 
distintos modificadores de la estructura de la cromatina, que, en muchos casos, 
interaccionan con los componentes del replisoma y con otros factores no 
cromatínicos. Algunos de los más importantes aparecen reflejados en la tabla 2 (22, 
25, 34-39):  
Moduladores de cromatina Función 
HBO1, conocida también como KAT7 
(HAT) 
Inicio de replicación y acetilación de 
histonas (H4K5, 8 y 12) 
FACT (Ch.) 
Inicio de replicación y ensamblaje / 
desensamblaje de histonas 
ASF1 y NASP (Ch) 
Progresión de la horquilla de replicación 
y ensamblaje / desensamblaje de 
histonas 
Complejo RBAP46 (Ch.) - HAT1 (HAT) 
Acetilación de nuevas histonas (H4K5ac 
y H4K12ac) 
ISWI e INO80 (RC) 
Progresión de la horquilla de replicación 
en presencia de FACT 
p300 (HAT) 
Progresión de la horquilla de replicación, 
acetilación de histona H3 y 
procesamiento de los fragmentos de 
Okazaki 





Moduladores de cromatina Función 
HDAC1/2 (HDACs) 
Deacetilación de histonas para restaurar 
el estado basal de la cromatina 
DNMT1 (DNMT) Mantenimiento del ADN metilado 
SMARCAD1 (RC) y SETDB1 (KMT1E) 
(PKMT) 
Mantenimiento de la heterocromatina 
WSTF–SNF2 (RC) 
Prevenir la formación injustificada de 
heterocromatina 
SET8, denominada también KMT5A 
(PKMT) 
Reclutamiento de los ORCs a través de 
la H4K20me1  
ATRX5/6 (RC) 
Prevenir la re-replicación de dominios de 
heterocromatina 
G9a (PKMT) Silenciamiento génico (H3K9me1) 
ESCO1/2 (HAT) Cohesión de las cromátidas hermanas  
 
Tabla 2: Moduladores de la estructura de la cromatina implicados en replicación. HAT: 
acetiltransferasa; Ch: chaperona de histonas; RC: remodeladores de cromatina; HDAC: 
deacetilasa de histonas; DNMT: metiltransferasa del ADN; PKMT: lisina-metiltransferasa de 
histonas. 
1.3.2 Modulación de la estructura de la cromatina durante la 
transcripción 
La regulación de la expresión génica en la eucromatina es un proceso coordinado que 
implica el reclutamiento de moduladores de cromatina y factores de transcripción, que, 
en función del estímulo celular, promueven la activación transcripcional o el 
silenciamiento génico (22). 
La transcripción mediada por la ARN polimerasa II (ARN pol II) transcurre siguiendo 
una serie de etapas ordenadas (iniciación, elongación y terminación) que se conocen 
como ciclo de transcripción. Este proceso depende del reclutamiento de factores de 
transcripción que se unen a regiones específicas del ADN y reclutan, a su vez, 
correguladores que activan o reprimen la transcripción. Además, otras proteínas, 
ARNs no codificantes y elementos de regulación en cis juegan un importante papel en 
el control de la transcripción y pueden interaccionar con los factores de transcripción o 
la ARN pol II en los promotores o las regiones génicas, de manera local, o en zonas 





La formación del complejo de pre-iniciación (PIC) y el reclutamiento de los factores de 
transcripción y de la ARN pol II a los promotores son los primeros eventos que tienen 
que ocurrir al inicio de la transcripción. Las modificaciones de histonas tienen un papel 
esencial a la hora de definir los promotores transcripcionalmente activos, siendo la 
trimetilación de la histona H3 en la lisina 4 la mejor caracterizada (H3K4me3). Esta 
modificación depende de gran variedad de metiltransferasas, entre las que se 
encuentran las MLL (mixed lineage leukemia) y los complejos SETD1A/B (SET 
domain containing 1A and B). Dicha trimetilación participa en el reclutamiento del 
complejo TFIID, esencial para el reconocimiento del promotor y la formación del PIC, y 
de los complejos de acetiltransferasas SAGA y/o ATAC (34, 40). Concretamente, el 
reclutamiento de SAGA (Spt–Ada–GCN5 acetyltransferase), que tiene actividad 
acetilasa (GCN5/PCAF) y deubiquitinasa (USP22), media la acetilación de la histona 
H3 en la lisina 9 (H3K9ac) (41). Además, la fosforilación de la serina 10 de la histona 
H3 (H3S10ph) también promueve el reclutamiento de GCN5 (25, 42).  
Otras modificaciones necesarias durante las primeras etapas de la transcripción son 
las fosforilaciones, acetilaciones y metilaciones de lisinas y argininas que afectan a la 
histona H4 (25, 34, 41, 42). Algunas de estas modificaciones, junto con las de la 
histona H3, participan en el reclutamiento de complejos remodeladores de cromatina, 
como es el caso del SWI/SNF, capaz de unirse a las histonas acetiladas a través de 
sus bromodominios, y el ISWI, que depende de la H3K4me3 (34). También cabe 
destacar el papel de la ubiquitinación de la histona H2B (H2BK120ub) en estas 
primeras etapas, dado que, en un primer momento, media el reclutamiento del 
complejo SAGA (22, 29, 34), pero que, posteriormente, tiene que deubiquitinarse vía 
USP22 para que se inicie la transcripción.  
Todas las modificaciones mencionadas hasta ahora se localizan en la región 
promotora del gen que se va a transcribir, pero también es importante tener en cuenta 
las que afectan a regiones reguladoras como los enhancers. En estas zonas 
predomina la monometilación de la histona H4 en su lisina 20 (H4K20me1) y la 
acetilación de la lisina 27 de la histona H3 (H3K27ac). Esta última, a su vez, puede 
aparecer en las regiones promotoras (40). 
El inicio de la elongación viene determinado por el reclutamiento del complejo de 
superelongación (SEC), dependiente de la H3K9ac (41) y de la fosforilación de la ARN 
Pol II (34, 40). Para su correcta progresión, es necesario que la histona 3 se metile en 
las lisinas 36 y 79. La trimetilación de la lisina 36 (H3K36me3), mediada por SETD2 
(22, 40, 43), parece ser clave en el reclutamiento del complejo FACT, que desplaza a 





di- y trimetilación de la lisina 79 (H3K27me2/3) también son importantes para la 
activación transcripcional. Estas modificaciones están mediadas por DOTL1 y se 
localizan principalmente en regiones intergénicas, pero con un patrón distinto al de la 
H3K36me3 (34, 40). 
 
Figura 3: Esquema que ilustra las principales modificaciones en las histonas que componen el 
nucleosoma durante las distintas etapas de la transcripción. ub: ubiquitinación; me: metilación; 
ac: acetilación; ph: fosforilación. Adaptado de (40). 
Finalmente, el proceso de terminación implica la poliadenilación del ARN mensajero 
(ARNm), su liberación de la ARN pol II y la separación de esta enzima del ADN molde. 
Desde el punto de vista de las modificaciones de histonas implicadas, no existe 
mucha información al respecto. Ahora bien, se ha descrito que la ubiquitinación de la 
lisina 91 de la histona H4 genera una cromatina más accesible para los factores de 
terminación (29) y que la dimetilación de la histona H3 en la lisina 9 (H3K9me2) cerca 
de los extremos 3’ de los genes es una marca definitoria de final de transcripción (44). 
H2B: K120ub  K120
H3: K4me3; K9ac; S10ph; K14ac;
H4: S1ph; R3me; K(5,8,12,16)ac; 
K20me1
H3: K36me3; K79me2/3










Además, se ha visto que la fosforilación de la treonina 45 de la histona H3 (H3K45ph) 
en respuesta al daño en el ADN conlleva la terminación de la transcripción, dado que 
acelera la degradación de ARN en el extremo 5’ situado tras la cola de poliadeninas y 
promueve la disociación de la ARN pol II de la cromatina (45). También es importante 
hablar de las deacetilasas de histonas durante la terminación, ya que juegan un papel 
esencial en la recuperación del estado basal no acetilado de la cromatina (34). 
Aparte de las modificaciones asociadas a la activación transcripcional, también hay 
que destacar su importancia en el silenciamiento génico. En el caso de la represión 
transcripcional, hay una mayor densidad de nucleosomas y las marcas más 
características son las metilaciones de la histona H3 en sus lisinas 9 y 27 (H3K9me2/3 
y H3K27me3), la trimetilación de la histona H4 en su lisina 20 (H4K20me3) y la 
ubiquitinación de la histona H2A en su lisina 119 (H2AK119ub) (22, 29, 40). A su vez, 
otras modificaciones en las histonas como la sumoilación, la deiminación o la 
isomerización de prolinas, así como la metilación del ADN, están relacionadas con el 
silenciamiento de la expresión génica (14, 22).  
En su conjunto, activación y represión transcripcional son procesos altamente 
coordinados, de forma que los factores asociados a la transcripción regulan 
negativamente a los del silenciamiento y viceversa. Esto establece un patrón 
característico que controla de manera estricta la expresión génica (29, 34, 40, 46-48). 
1.3.3 Cambios en la cromatina asociados a la reparación del ADN 
El genoma se encuentra empaquetado en fibras de cromatina que actúan como una 
barrera fisiológica para todos aquellos procesos asociados al ADN, como la 
replicación, la transcripción o la respuesta al daño génico (49).  
Existen distintas fuentes de daño en el ADN que distorsionan la estructura de la 
cromatina y alteran la integridad del material genético. En este contexto, es necesario 
que la cromatina se relaje localmente y permita el reclutamiento y la acumulación de 
distintos factores de respuesta al daño en la zona donde se ha producido la lesión, 
para que pueda ser reparada y se restaure la homeostasis celular (49-51). Tanto los 
tipos de daño como los mecanismos implicados en su reparación, en los que 
participan distintos moduladores de la estructura de la cromatina, se detallan de 








Las células eucariotas están continuamente expuestas a agentes endógenos y/o 
exógenos causantes de roturas en el ADN que atentan directamente contra su 
integridad genómica. Para contrarrestar los posibles efectos de estas lesiones, existen 
diversos mecanismos altamente coordinados que se engloban en lo que se conoce 
como respuesta al daño en el ADN o DDR (DNA damage response), capaces de 
detectar, señalizar y reparar convenientemente el daño génico (52).  
 
Figura 4: Los sistemas de reparación del ADN participan activamente en la prevención del 
envejecimiento y de patologías como el cáncer. Adaptado de (53). 
La DDR se activa inmediatamente en respuesta a las lesiones en el ADN y debe, por 
una parte, inducir la parada del ciclo celular, con el fin de impedir que los defectos en 
el ADN se transmitan a las células hijas, y, por otra, iniciar la cascada de señalización 
adaptada a cada tipo de rotura que permita su reparación y restaure la integridad del 
material genético. En caso de que el daño génico se haya producido en células en 
división y se hayan reparado las roturas en el ADN, éstas vuelven a proliferar de 






















forma normal. Sin embargo, en muchas ocasiones, las lesiones en el ADN son 
demasiado severas y no pueden repararse. Ante estas situaciones, las células activan 
un programa de muerte celular programada o una parada irreversible del ciclo celular, 
dependiendo del tipo celular y de la intensidad, duración y naturaleza del daño (54). 
La acumulación de roturas en el ADN conlleva la aparición de mutaciones y 
aberraciones cromosómicas que, en última instancia, incrementan significativamente 
las posibilidades de sufrir cáncer y otras patologías relacionadas. Además, puede 
interferir en procesos celulares clave como la replicación o la transcripción, e inducir 
senescencia y apoptosis, directamente relacionadas con el envejecimiento (Figura 4). 
Por estas razones, la respuesta al daño en el ADN es esencial para el mantenimiento 
de la homeostasis celular (53).  
2.1 Agentes causantes de daño en el ADN 
Cada célula del organismo acumula multitud de lesiones en el ADN al día causadas 
por la propia actividad celular o por factores asociados al ambiente. Estas lesiones 
pueden afectar a una única hebra de ADN (SSBs, single-strand breaks) o a las dos 
(DSBs, double-strand breaks). 
2.1.1 Procesos celulares endógenos causantes de daño génico 
Una de las causas más corrientes de daño es la hidrólisis no enzimática del enlace 
glucosídico entre la desoxirribosa y la base nitrogenada, generando sitios AP 
(apurínicos o apirimidínicos) en el ADN que distorsionan su estructura (55).  
También es frecuente la aparición de metilaciones atípicas en el ADN. La S-adenosil-
metionina (SAM) es el donador de grupos metilo más habitual y se comporta como un 
agente alquilante débil. La lesión más abundante es la 7-metilguanosina, que se 
produce de manera espontánea y parece ser inocua, y la más citotóxica, la 3-
metiladenina. Otros agentes metilantes minoritarios también pueden inducir la 
aparición de 3-metiladenina y de otras modificaciones, como la O
6
-metilguanina (55). 
Otra alteración en el ADN asociada a procesos endógenos es la desaminación de 
bases como la citosina, adenina, guanina o 5-metilcitosina, que se transforman en 
uracilo, hipoxantina, xantina y timina, respectivamente. Si estos cambios no se 
reparan y dado que algunas de estas desaminaciones generan nucleótidos presentes 






Cabe destacar también el papel que juegan las especies reactivas de oxígeno (ROS, 
reactive oxygen species), derivadas de la respiración oxidativa y la peroxidación de 
los lípidos, en la generación de lesiones en el ADN. Estos productos procedentes del 
metabolismo celular actúan como fuertes oxidantes y reaccionan con las hebras de 
ADN generando roturas de cadena sencilla o de doble cadena. Entre las formas más 
deletéreas de daño causadas por ROS está la 7,8-dihidro-8-oxoguanosina (8-oxo-G), 
que se genera por oxidación de la guanina. Esta variante es capaz de interaccionar 
con nucleótidos de citosina y de adenina, lo que puede dar lugar a mutaciones de 
transversión GC-TA (56, 57).  
Por último, estas lesiones en el ADN también pueden deberse a errores en la 
incorporación de nucleótidos durante la replicación o al funcionamiento defectuoso de 
enzimas como las ADN toposiomerasas I y II durante la transcripción, procesos 
celulares en los que es necesario que la estructura del ADN se relaje (52, 58). 
2.1.2 Agentes exógenos causantes de daño en el ADN 
Una de las mayores fuentes de daño exógeno en el ADN es la radiación ultravioleta 
(UV) asociada a la luz solar. La capa de ozono sólo es capaz de absorber la radiación 
UV más dañina, la luz UV-C, y son las otras partes del espectro ultravioleta (UV-A y 
UV-B) las que causan innumerables lesiones en el ADN (52). Este tipo de radiación 
genera dímeros de pirimidina (dentro de la misma cadena o en cadenas adyacentes) y 
otros fotoproductos que alteran la estructura normal de los ácidos nucleicos. 
También las radiaciones ionizantes, como la radiación cósmica y aquellas que se 
emplean en tratamientos médicos con rayos X y radioterapia, son responsables de la 
aparición de roturas de cadena sencilla y doble cadena, ya que inducen la producción 
de altas cantidades de ROS que conducen a la oxidación del ADN (59). 
Además de las radiaciones, la exposición a agentes químicos de distinta naturaleza 
genera lesiones en el ADN. Los miembros más representativos de este grupo son los 
agentes alquilantes como el metil-metanosulfonato (MMS), la metil-nitrosurea (MNU) o 
la temozolomida, entre otros, que unen grupos alquilo a las bases del ADN (59, 60). 
Otros compuestos introducen enlaces covalentes ente las bases nitrogenadas de la 
misma cadena o con las de la cadena adyacente, como es el caso de la mitomicina C 
(MMC), el cisplatino, el psoraleno o las mostazas nitrogenadas. Finalmente, cabe 
destacar también que inhibidores de la ADN topoisomerasa (doxorrubicina, 
camptotecina y etopóxido) causan roturas de cadena sencilla y de doble cadena al 





2.2 Reparación de las roturas de cadena sencilla (SSBs) 
Para minimizar los efectos nocivos de las roturas de cadena sencilla en el ADN, 
existen mecanismos altamente conservados que se encargan de repararlas de 
manera específica en función de su origen. 
2.2.1 Reparación directa o in situ 
Este mecanismo se basa en la reparación inmediata de las lesiones en el ADN 
mediante la activación de enzimas concretas, capaces de eliminar los nucleótidos o 
las bases nitrogenadas equivocadas y mediar la síntesis correcta a continuación. 
Algunos ejemplos de este tipo de reparación son la activación de las enzimas 3-
metiladenina-ADN-glicosilasa y O-6-metilguanina-ADN metiltransferasa, encargadas 
de eliminar el grupo metilo adicional de adeninas y guaninas, respectivamente (53, 
55), o la fotorreactivación, que media la reparación de los dímeros de pirimidina 
generados tras la exposición a la radiación UV por acción de la fotoliasa (61, 62). 
2.2.2 Reparación por escisión de bases 
Este tipo de reparación, conocido por sus siglas en inglés BER (base excision repair), 
se activa principalmente en respuesta al daño génico producido por el metabolismo 
celular, incluyendo el asociado a las ROS y a la metilación, desaminación e 
hidroxilación de bases nitrogenadas. En este proceso, una ADN glicosilasa rompe el 
enlace entre la base dañada y el esqueleto de azúcar-fosfato del nucleótido en 
cuestión y genera un sitio AP, que también puede aparecer en el ADN por hidrólisis 
espontánea de la base. Llegados a este punto, la endonucleasa APE1 escinde el sitio 
AP y la polimerasa PARP y la quinasa PNK se activan y se unen a los extremos para 
protegerlos. Si la reparación sigue el camino corto (short patch), la ADN polimerasa β 
incorpora el nucleótido correspondiente y elimina el azúcar-fosfato residual del 
extremo 5’ mediante su actividad liasa, para que, finalmente, sea el complejo XRCC1-
ligasa 3 el que selle la unión. Por el contrario, si se activa el camino largo (long patch), 
las ADN polimerasas β y δ/ε, y la proteína PCNA (proliferating cell nuclear antigen) 
participan en la síntesis de una cadena de 2 a 10 nucleótidos que desplaza a la que 
ya estaba presente y que tiene que ser eliminada por la exonucleasa FEN1. Hecho 







2.2.3 Reparación por escisión de nucleótidos 
Este mecanismo, también denominado NER (nucleotide excision repair), es el más 
versátil para la reparación de SSBs, generalmente aductos en el ADN y dímeros de 
pirimidinas, y puede actuar a nivel de todo el genoma (GG-NER, global genome NER) 
o asociado a la transcripción (TCR, transcription-coupled repair).  
El complejo XPC-hHR23B específico de GG-NER es el encargado de detectar los 
pares de bases afectados. Sin embargo, en el caso de la reparación mediada por 
TCR, es necesario, por una parte, conocer el tipo de lesión y, por otro, desplazar la 
ARN polimerasa para que dicha lesión se pueda reparar, proceso en el que participan 
los factores CSB y CSA. A partir de este punto, la reparación es idéntica en ambos 
casos. Las helicasas XPB y XPD, que forman parte del complejo TFIIH, generan una 
apertura de unos 30 pares de bases entorno a la zona donde se ha producido el daño 
y XPA se encarga de verificar la presencia de la lesión y de determinar cuál es la 
hebra afectada. Seguidamente, la proteína RPA (replication protein A) se une al ADN 
y estabiliza el intermediario generado para que XPG y ERCC1/XPF corten la cadena 
dañada por sus extremos 3’ y 5’, respectivamente. Esto ocasiona la aparición de un 
hueco de entre 24 y 32 pares de bases que será rellenado posteriormente por las 
ADN polimerasas δ/ε y, por último, son las ADN ligasas III y, en menor medida, la I en 
células replicativas, las que se encargan de sellar los extremos y restaurar el estado 
inicial de la doble hélice del ADN (56, 63). 
2.2.4 Reparación de apareamientos erróneos o mismatch repair (MMR) 
La maquinaria implicada en este mecanismo de reparación debe ser capaz de 
reconocer de manera eficiente los apareamientos erróneos o mistmatches, así como 
los loops de inserción/deleción generados durante el proceso replicativo, y promover 
la reparación en la nueva hebra de ADN, que transporta la información genética 
errónea. 
En mamíferos, los miembros de la familia MSH 2, 3 y 6 forman heterodímeros y se 
encargan de detectar estas lesiones en el ADN. El complejo MSH2/6 (MutSα) 
reconoce los apareamientos erróneos y los bucles de una o dos bases, mientras que 
el heterodímero MSH2/3 (MutSβ) se une a los loops de inserción/deleción de mayor 
tamaño. A continuación, otros complejos heterodiméricos, MLH1/PMS2 (MutLα) y 
MLH1/PMS1 (MutLβ), se unen a los heterodímeros mencionados anteriormente y a 
otros factores replicativos, y juegan un papel crucial a la hora de determinar la cadena 





proteínas entre las que destacan las ADN polimerasas δ/ε, RPA, PCNA, RFC, la 
exonucleasa 1 y la endonucleasa FEN1, se encargan de escindir la cadena que 
contiene errores y de volver a sintetizarla de nuevo (56, 64). 
2.3 Reparación de las roturas de doble cadena (DSBs) 
En la mayoría de ocasiones, las roturas de doble cadena en el ADN, ya sean de 
origen endógeno o exógeno, atentan directamente contra la integridad genómica. Sin 
embargo, algunos procesos celulares conllevan alteraciones genéticas programadas 
basadas en este tipo de lesiones en el ADN. Este es el caso de las recombinaciones 
V(D)J y CSR (class-switch recombination), y la hipermutación somática. Estos 
procesos tienen lugar en los linfocitos B y T y son los responsables de generar 
diversidad de inmunoglobulinas y de receptores de células T (T-cell receptor), 
respectivamente, que permiten al organismo adaptarse y reconocer específicamente 
diversos antígenos y patógenos (52, 65). También existe intercambio de material 
genético mediado por roturas de doble cadena transitorias entre las cromátidas 
hermanas durante la meiosis, lo cual favorece la variabilidad genética vía 
reproducción sexual (52, 66). 
Dicho esto, la reparación de las DSBs que no se producen de forma natural en la 
célula es esencial para el restablecimiento de la homeostasis celular, debido a la 
estrecha relación existente entre los defectos en el ADN y la esterilidad, el 
envejecimiento y patologías como el cáncer, las enfermedades neurodegenerativas y 
cardiovasculares, las deficiencias en el sistema inmunitario o el síndrome metabólico 
(52). Los principales mecanismos de reparación de este tipo de lesiones, las más 
deletéreas para el organismo, son la unión de extremos no homólogos (NHEJ, non-
homologous end joining), basada en la unión directa de los extremos generados tras 
la rotura, y la recombinación homóloga (HR, homologous recombination), que utiliza la 
cromátida hermana como molde para restaurar el estado inicial del material genético 
(67).  
2.4 Cambios en la estructura de la cromatina y dinámica de 
formación de focos de reparación en las DSBs 
El correcto funcionamiento de la respuesta a este tipo de daño en el ADN implica la 
coordinación de una gran cantidad de proteínas que operan en el contexto de una 
cromatina altamente organizada. En su conjunto, esta compleja maquinaria tiene que 
ser capaz de detectar de manera eficiente el tipo de daño en función de su origen, 





señal y desencadenar la respuesta adecuada en cada caso, que va desde la parada 
del ciclo celular y la reparación en sí misma, hasta la activación de programas de 
senescencia o apoptosis si fuera necesario (54, 68). 
2.4.1 Reconocimiento del daño y activación de las proteínas sensoras 
La cromatina en sí misma constituye una barrera fisiológica para todos aquellos 
procesos celulares que implican el desdoblamiento de la doble hélice, como es el 
caso de la transcripción, la replicación o la reparación del ADN. En base a esta 
premisa, la detección del daño en el ADN y la activación de las proteínas sensoras 
deben ir acompañadas de modificaciones secuenciales en la estructura de la 
cromatina. 
Uno de los cambios mejor caracterizados en respuesta a las roturas de doble cadena 
es la relajación local de la cromatina, asociada al aumento de la acetilación de las 
histonas H2A y H4. La acetilación de la histona H4, esencial en el inicio de la 
reparación, depende principalmente de las acetiltransferasas (HATs, histone 
acetyltransferases) MOF y Tip60 (KAT5) (69-71). Esta última forma parte del complejo 
remodelador de cromatina NuA4, siendo uno de sus cuatro componentes con 
actividad catalítica, junto con la ATPasa p400 y las proteínas tipo helicasa Ruvbl1 y 
Ruvbl2, y tiene como sustratos, además de la histona H4, a la histona H2A, la quinasa 
ATM (ataxia-telangiectasia mutated) y el factor de transcripción p53, entre otros. 
También la ATPasa p400 participa en la generación de una estructura más abierta de 
la cromatina en respuesta a las DSBs, ya que media el intercambio entre la histona 
H2A y su variante H2A.Z, dando lugar a nucleosomas menos estables. Es importante 
destacar que este evento precede y es imprescindible para la acetilación de la H4 
mediada por Tip60 (Figura 5.A) (70). A su vez, la descondensación de la cromatina en 
respuesta al daño génico favorece la unión de Tip60 a dos marcas epigenéticas que 
quedan expuestas, las trimetilaciones de las lisinas 9 y 36 de la histona H3 (H3K9me3 
y H3K36me3), asociadas a heterocromatina y eucromatina, respectivamente, lo que 
potencia su actividad acetiltransferasa (72, 73). 
El papel de ATM es especialmente importante a la hora de detectar el daño e iniciar la 
cascada de señalización que media la reparación de estas roturas. En condiciones 
basales, se encuentra formando un dímero que es inactivo. Tras la inducción del daño 
génico, esta proteína pasa a formar monómeros activos (74), un proceso que depende 
de su acetilación en la lisina 3016 mediada por Tip60 (75) y su posterior 
autofosforilación en residuos de serina (367, 1893, 1981 y 2996) y treonina (1885) 





donde se ha producido la lesión, un proceso mediado por el complejo MRN (Mre11-
Rad50-NBS1) (76) y posterior a la relajación local de la cromatina (51) (Figura 5.A). 
También se ha descrito que la proteína de unión a nucleosomas HMGN1 modula la 
unión de ATM a la cromatina y promueve un aumento de la acetilación de la histona 
H3 en su lisina 14 en respuesta a IR (77). Además, estudios recientes demuestran 
que la acetilación de ATM mediada por Tip60 depende de la relajación de la cromatina 
y de la fosforilación de esta HAT. Esto se debe a que, en respuesta a radiación 
ionizante, c-Abl, una tirosina quinasa implicada en DDR, fosforila a Tip60 en la tirosina 
44, y promueve su unión a la H3K9me3 expuesta tras la hiperacetilación de la 
cromatina inducida por el daño génico, favoreciendo así la posterior acetilación de 
ATM (78). 
El complejo MRN está altamente conservado en la evolución y participa en la 
reparación de DSBs mediada por recombinación homóloga y unión de extremos no 
homólogos, así como en el mantenimiento de los telómeros y la regulación de los 
puntos de control del ciclo celular o checkpoints (79, 80). Está compuesto por las 
proteínas Mre11 (meiotic recombination 11), Rad50 y NBS1 (Nijmegen breakage 
syndrome 1, también conocida como nibrin o p95). Las proteínas Mre11, con actividad 
endo- y exonucleasa y de unión al ADN, y Rad50, que tiene actividad ATPasa, 
interaccionan y forman un heterotetrámero (M2R2) con tres dominios (cabeza, espiral y 
gancho), que se unen a través del motivo CxxC de las dos unidades de Rad50, del 
mismo o de otros complejos, en presencia de zinc (Zn
2+
) (81).  NBS1, por su parte, 
carece de actividad catalítica, pero su fosforilación media el reclutamiento de otras 
proteínas implicadas en la reparación y su secuencia de localización nuclear y su 
interacción con Mre11 son las responsables de la translocación del complejo MRN al 
núcleo (80). En conjunto, el complejo MRN juega un papel esencial en el 
reconocimiento y unión de los extremos de ADN generados tras la rotura (82) y como 
punto de ensamblaje, bien entre distintas regiones de ADN dañadas, más o menos 
cercanas, o bien con otras proteínas asociadas a la respuesta al daño génico y a la 
activación de los puntos de control del ciclo celular (81).  
En estos primeros compases de la respuesta, además de la acetilación de histonas, 
es importante que la histona H2AX, una variante de la histona H2A que constituye 
entre un 10 y un 15% en eucariotas superiores, se fosforile en su residuo de serina 
139, pasando a denominarse γH2AX (67, 68). Esta fosforilación es posterior al 
reclutamiento del complejo MRN al sitio dañado (83) y, hasta hace relativamente poco 
tiempo, se pensaba que sólo estaba mediada por las quinasas de la familia PIKK 





and rad3 related protein kinase) y DNA-PKcs (DNA-dependent protein kinase, 
catalytic subunit) (84). Sin embargo, estudios más recientes han demostrado que 
otras quinasas cromatínicas como VRK1 fosforilan también a la histona H2AX en el 
mismo residuo independientemente de ATM (Figura 5.A) (85).  
Además de la histona H2AX, ATM fosforila a los tres miembros del complejo MRN. En 
el caso de NBS1, sus dianas de fosforilación son las serinas 278 y 343 (fosforilada 
también por VRK1 (86)) y en el de Rad50, la serina 635, ambas importantes para la 
activación del checkpoint de fase S, entre otras funciones. Por otra parte, ATM 
fosforila a Mre11 en las serinas 676, 678 y 681 y es esencial en la resección del ADN 
(87). A su vez, esta quinasa también fosforila a la acetiltransferasa MOF en la treonina 
392, un paso clave para la supervivencia celular y la reparación del ADN en las fases 
S/G2, poniendo en relieve el papel de MOF en los procesos anteriores y posteriores a 
la activación de ATM (71). 
2.4.2 Reclutamiento de las proteínas mediadoras: selección del 
mecanismo de reparación 
La histona γH2AX promueve el reclutamiento y la acumulación de proteínas 
implicadas en DDR que forman focos de reparación en las regiones del ADN dañadas 
(54, 69). Una de las proteínas que reconoce directamente a γH2AX es MDC1 
(mediator of DNA damage checkpoint protein 1) (88) y esta interacción depende de la 
acetilación de la H4K16 mediada por MOF. Esta unión γH2AX-MDC1 conduce a la 
formación de un bucle de retroalimentación positivo, dado que conlleva un mayor 
reclutamiento de ATM activo y una mayor fosforilación de H2AX, lo que permite 
amplificar la respuesta (Figura 5.B) (69). Además, ATM fosforila a MDC1 en su 
treonina 4, una modificación covalente necesaria para que MDC1 dimerice y estabilice 
la unión del complejo MRN en la zona del ADN dañada mediante su interacción con 
NBS1 (69, 89).  
La formación del complejo γH2AX-MDC1 depende también de la pérdida de otras 
modificaciones en la histona H2AX, como es el caso de la fosforilación de tirosina 142, 
ya que MDC1 sólo se une a γH2AX si la Y142 está defosforilada. De hecho, la 
defosforilación del residuo 142, mediada por las fosfatasas EYA1 y 3, es importante 
para la activación de la DDR, dado que, en caso contrario, constituye un punto de 











































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































La acetilación de la histona H3 es otra de las modificaciones covalentes inducidas por 
el daño génico que depende de γH2AX. Esta acetilación es posible gracias a la unión 
de la acetiltransferasa GCN5 a los nucleosomas que contienen la histona H2AX 
fosforilada y sirve como punto de anclaje de complejos remodeladores de cromatina 
dependientes de ATP como el SWI/SNF. El reclutamiento de este complejo 
remodelador depende también de su interacción con la proteína BRIT1 (conocida 
también como MCPH1 o microcephalin 1), que se une a través de sus dominios BRCT 
a γH2AX. Una vez localizado en las zonas dañadas, SWI/SNF aumenta la 
accesibilidad de la cromatina y promueve aún más la fosforilación de H2AX asociada 
a ATM (Figura 5.B) (10, 69, 91, 92). 
Otros complejos remodeladores de cromatina dependientes de ATP, como el ACF, se 
translocan a las DSBs de manera independiente a γH2AX. Este complejo consta de 
dos proteínas, la ATPasa SNF2H y la subunidad no catalítica ACF1, responsable del 
reclutamiento de SNF2H a la zona donde se ha producido la lesión (93). 
Al igual que GCN5, otras HATs de las histonas H3 y H4, como p300 y CBP, se 
acumulan en las zonas dañadas y cooperan con algunas de las subunidades del 
complejo SWI/SNF (BRM y BRG1) en la relajación de la cromatina y el reclutamiento 
de otros factores necesarios para el proceso de reparación (69). 
Junto con la acetilación, la ubiquitinación de histonas también es esencial en el 
reclutamiento de mediadores de la respuesta al daño en el ADN. RNF2, miembro del 
complejo represor Polycomb 1 (PRC1, Polycomb repressive complex 1), forma un 
heterodímero con BMI1, dando lugar a una ubiquitina ligasa E3 que se une al dominio 
BRCT de NBS1 y se dirige a la región dañada para mediar la monoubiquitinación de 
las histonas H2A y H2AX en su lisina 119 (32). A continuación, otras dos ubiquitina 
ligasas E3, RNF8 y RNF168, que reconocen e interaccionan con la proteína MDC1 
fosforilada, diubiquitinan y forman cadenas de poliubiquitina a través de la lisina 63, 
repectivamente, claves para el devenir de la reparación (Figura 5.B) (30, 31). 
Tanto el reclutamiento y fosforilación de MDC1 como la formación de cadenas de 
ubiquitina en las histonas H2A/H2AX juegan un importante papel en la acumulación 
de las proteínas mediadoras 53BP1 (p53-binding protein 1) y BRCA1 (breast cancer 
associated 1) en los sitios dañados, que establecen el nexo de unión entre las 
proteínas sensoras y las implicadas en la reparación propiamente dicha. Además, el 
que se reclute una u otra determina el mecanismo de reparación que se activa, NHEJ 





53BP1 se recluta a las DSBs a través de su interacción directa con proteínas 
implicadas en la respuesta al daño y con modificaciones concretas en la cola de las 
histonas. Esta proteína mediadora interacciona con γH2AX y con MDC1, lo cual 
resulta indispensable para la formación de los focos de reparación (94, 95), pero su 
unión a la cromatina también depende de otras modificaciones en las histonas. Una 
de ellas es la dimetilación de la histona H3 en su lisina 79 (H3K79me2), reconocida 
específicamente por los dominios Tudor de 53BP1. DOT1L es la enzima encargada 
de catalizar esta dimetilación y Bat3 media la regulación de dicha enzima durante las 
fases G1 y G2 del ciclo celular (96). A su vez, la dimetilación de la lisina 20 de la 
histona H4 (H4K20me2) es importante en el reclutamiento de 53BP1. En este caso, 
son SET8 y MMSET quienes regulan este proceso. SET8 monometila la H4K20 en las 
regiones próximas a la rotura, y, posteriormente, la fosforilación de la serina 102 de 
MMSET, catalizada por ATM, favorece su unión a MDC1 y promueve la dimetilación 
de la H4K20 en los sitos dañados, punto de unión de 53BP1 a través de sus dominios 
Tudor (97, 98). Junto con estos residuos, el módulo Tudor-UDR de 53BP1 reconoce a 
la histona H2A ubiquitinada en su lisina 15 (H2AK15ub) en el contexto del 
nucleosoma, una reacción que depende de la ubiquitina ligasa RNF168 (99). Otras 
proteínas, como la chaperona de histonas ASF1a (anti-silencing factor 1a) también 
promueven el reclutamiento de 53BP1 y la reparación por NHEJ, al interaccionar con 
MDC1 y favorecer su fosforilación mediada por ATM (100). Además, ATM fosforila a 
53BP1 en múltiples sitios S/T-Q (Serina/Treonina-Glutamina). La fosforilación de las 
serinas 25 y 29, que también son diana de la quinasa VRK1 (101), no son 
indispensables para la formación de focos de 53BP1 (94), mientras que la de la serina 
1219 es absolutamente necesaria para la DDR y media la parada de ciclo en fase 
G2/M (102). El patrón de fosforilación de 53BP1 mediado por ATM es esencial 
también para el reclutamiento de RIF1, que inhibe la resección del ADN en fase G1 y 
que antagoniza con BRCA1 en fase S, promoviendo la reparación por NHEJ frente a 
la HR (Figura 5.C, dcha) (103).  
El reclutamiento de 53BP1 a los sitios donde se ha producido la lesión en el ADN no 
sólo depende de la aparición de nuevas marcas epigenéticas necesarias para su 
unión a la cromatina, sino que, a su vez, requiere la desaparición de modificaciones 
preexistentes. Así, la deacetilación de la lisina 16 de la histona H4 es esencial para 
que 53BP1 pueda unirse a la H4K20me2, promoviendo la reparación por NHEJ e 
induciendo un bloqueo global de la transcripción (104). Además, estudios más 
recientes han demostrado que la deacetilación de la lisina 18 de la histona H3 
mediada por la deacetilasa SIRT-7 también es necesaria para la acumulación de 





En el caso de BRCA1, una ubiquitina ligasa E3, la cadena de poliubiquitinas formada 
en las histonas H2A/H2AX juega un papel fundamental, ya que recluta directamente a 
la subunidad RAP80 del complejo BRCA1-A. El nombre de este complejo se debe a 
una de sus proteínas, Abraxas, que se fosforila en la serina 404 vía ATM y forma un 
dímero estable con BRCA1, lo que permite su acumulación en la zona dañada (106). 
Esta ubiquitina ligasa también forma parte de otro complejo, BRCA1-C, denominado 
así por la presencia de la endonucleasa CtIP (CtBP interacting protein), diana de las 
quinasas ATM/ATR (69). La elección de la vía de reparación (HR o NHEJ) depende 
de cambios en la cromatina y CtIP participa activamente en este proceso. Esta 
endonucleasa se fosforila en la serina 327 vía ATM o dependiente de CDKs cuando 
las células entran en fase S y es importante para la formación del complejo BRCA1-
CtIP-MRN, que, en su conjunto, media el procesamiento de los extremos del ADN 
durante la recombinación homóloga entre las fases S y G2 (107). A su vez, el 
complejo que forma BRCA1 con CtIP promueve la eliminación de las marcas 
metiladas y ubiquitinadas de la cromatina necesarias para el reclutamiento de 53BP1. 
De hecho, el que la reparación por HR sólo se produzca en las fases S/G2 del ciclo 
celular depende de la unión específica del complejo BRCA1-BARD1 (BRCA1-
associated RING domain protein 1) a la lisina 20 no metilada de la histona H4 
(H4K20me0) en la cromatina post-replicativa (108). Además, la acumulación de la 
acetilación de la H4K16 (H4K16ac) mediada por Tip60 es necesaria para que BRCA1 
se acumule en las zonas donde se ha producido la rotura e impide que 53BP1 se 
pueda unir a la H4K20me2 (Figura 5.C, izda) (109). Recientemente se ha visto 
también que BRCA1 favorece la reparación por HR al promover la defosforilación de 
53BP1 mediada por la fosfatasa PP4C, lo que conlleva la liberación de RIF1 de las 
DSBs (110).  
La activación en sí misma de BRCA1 depende de su fosforilación mediada por las 
quinasas ATM/ATR. Ambas quinasas fosforilan a BRCA1 en sus motivos SQ o TQ en 
respuesta al daño en el ADN, y, a su vez, ATM fosforila a Chk2 en la treonina 68. Esta 
fosforilación induce la dimerización de Chk2 y la trans-fosforilación de las treoninas 
383 y 387, que la activan completamente para que fosforile a sus sustratos, entre los 
que se encuentran las fosfatasas Cdc25 y otras proteínas como p53, PML, E2F-1 y 
BRCA1, asociadas a la parada del ciclo celular, el inicio de la reparación del ADN y la 
inducción de apoptosis en respuesta al daño génico. En el caso concreto de BRCA1, 
la fosforilación de su serina 988 es importante para disociarse de los focos de 
reparación y promover la reparación por HR (111). Además, ATM y ATR también 
fosforilan a la quinasa Chk1, que se une a los dominios BRCT de BRCA1 y la activa 





kinase 1) también fosforila a BRCA1, concretamente en el residuo de serina 1164, y 
promueve la HR (113). 
2.4.3 Vías de reparación de DSBs: recombinación homóloga (HR) y 
unión de extremos no homólogos (NHEJ) 
Como se ha mencionado en los apartados anteriores, la detección y señalización de 
las roturas de doble cadena o DSBs, así como la fase del ciclo celular en la que se 
produzca la lesión, determinan el mecanismo de reparación. Principalmente, estos 
mecanismos son la unión de extremos no homólogos (NHEJ) y la recombinación 
homóloga (HR). La reparación mediante NHEJ puede llevarse a cabo en cualquier 
fase del ciclo celular, pero, al no utilizar molde, suele conducir a la aparición de 
deleciones, inserciones y/o translocaciones cromosómicas. Por su parte, la HR es un 
mecanismo de reparación más preciso al usar como molde a las cromátidas 
hermanas y solamente ocurre durante las fases S y G2 del ciclo celular (114, 115). 
Minoritariamente, las DSBs también se reparan mediante otros dos mecanismos, la 
unión de extremos alternativa o a-EJ (alternative end joining), y el anillamiento de 
cadenas sencillas o SSA (single strand annealing) (116). 
En la reparación por unión de extremos no homólogos, el heterodímero Ku70/Ku80 se 
une a los extremos de ADN generados y recluta dos subunidades de DNA-PKcs para 
formar el complejo DNA-PK, encargado de proteger y estabilizar dichos extremos. La 
activación de este complejo es importante para que se produzca la interacción entre 
Artemis y DNA-PKcs. Artemis tiene actividad exonucleasa 5’-3’ y endonucleasa, 
independiente y dependiente de DNA-PKcs, respectivamente, responsables del 
procesamiento de los extremos de ADN para que posteriormente puedan volverse a 
ligar. Dicha ligación depende del complejo X4-L4, formado por las proteínas XRCC4, 
ADN ligasa IV y XLF. XRCC4 es catalíticamente inactiva, pero forma un homodímero 
que interacciona con Ku y con el ADN. Además, tanto XRCC4 como XLF estimulan la 
actividad de la ADN ligasa IV, que es capaz de unir tanto extremos romos como 
cohesivos (Figura 6, izda) (114, 117). Cabe destacar también el papel de las 
polimerasas Pol μ y Pol λ en este proceso, ya que son capaces de incorporar 
nucleótidos de manera dependiente o independiente de molde, y su actividad podría 






Figura 6: Esquemas representativos de los dos principales mecanismos de reparación de 
roturas de doble cadena, unión de extremos no homólogos (NHEJ) y recombinación homóloga 
(HR). Adaptado de (118). 
En el caso de la recombinación homóloga, es el complejo MRN el que se une a los 
extremos generados tras la rotura. A continuación, este complejo, junto con CtIP, la 
helicasa BLM y la nucleasa Exo1, procesan los extremos en dirección 5’-3’, 
generando hebras de ADN de cadena sencilla que se unen a la proteína RPA para 
evitar que se formen estructuras secundarias. En este punto, se tiene que formar 
también un nucleofilamento constituido por multímeros de la recombinasa Rad51 con 
cadenas sencillas de ADN. Rad51 interacciona entonces con Rad52, y Rad54 es la 
encargada de estabilizar dicha interacción y potenciar su propia actividad catalítica, 
necesaria para la formación de dicho nucleofilamento. Dado que la afinidad de RPA 
por el ADN monocatenario es mayor que la de Rad51, los complejos BRCA1/BARD1 y 
BRCA2/DSS1, utilizando probablemente a PALB2 como puente, actúan como 
mediadores de este proceso y son capaces de desplazar a RPA del ADN de cadena 
sencilla. Aunque todas esas proteínas son necesarias para el reclutamiento de Rad51, 





















es BRCA2 la que está unida a ella cuando es inactiva y, en respuesta al daño, esta 
unión desaparece cuando Rad51 se fosforila y comienza a sintetizarse el 
nucleofilamento. Seguidamente, este nucleofilamento invade el ADN bicatenario de la 
cromátida hermana en busca de su secuencia homóloga y se forma el lazo D (D-loop, 
displacement loop), en el que pueden entrar uno o los dos extremos 3’ producidos 
tras la rotura. Este intermediario precede a las uniones Holliday (HJ, Holliday 
junctions) entre el nucleofilamento y la hebra que actúa como molde, que son 
estructuras en forma de X que se van desplazando a medida que el ADN se va 
sintetizando a partir del extremo 3’ libre, generándose un ADN heterodúplex de 
longitud variable que depende de la dirección en la que se desplace la unión. Rad54 
es la proteína que media este desplazamiento en dirección 5’-3’ o viceversa, mediante 
un proceso que consume ATP. En el caso de que los dos extremos 3’ entren en la 
estructura del lazo D, se forman dos uniones Holliday y puede producirse 
sobrecruzamiento entre el molde y la cadena sintetizada, aunque este supuesto no 
suele ser muy frecuente (117). Finalmente, la resolución de las HJ puede llevarse a 
cabo mediante dos mecanismos en los que participan distintos complejos. En el 
primero, la helicasa BLM se transloca a las HJ adyacentes para que la topoisomerasa 
IIIα las escinda completamente. El segundo, mediado por el complejo SLX1-SLX4-
MUS81-EME1, implica la acción de dos nucleasas. En primer lugar, SLX1 realiza una 
única escisión y es MUS81-EME1 quien lleva a cabo la segunda, siendo la proteína 
SLX4 el punto de unión entre ambas nucleasas. (Figura 6, dcha) (119). 
Sea cual sea el mecanismo utilizado para la reparación del daño, las células deben 
regresar a su estado basal. Esto implica, por un lado, el desensamblaje de las 
estructuras de reparación, revirtiendo las modificaciones postraduccionales asociadas 
a la acumulación focal de las proteínas que median la DDR (50), y, por otro, la síntesis 
de nuevos nucleosomas que permitan empaquetar al ADN sintetizado en fibras de 
cromatina y la eliminación de las marcas epigenéticas de las regiones próximas al 
punto donde se produjo la lesión, esencial para la inactivación de la DDR y para que 
las células puedan volver a dividirse (69). 
2.5 Daño génico y cáncer 
La DDR juega un papel fundamental en la fisiología humana, ya que, tanto la 
acumulación de daño génico como las mutaciones en genes implicados en DDR, 
conllevan la aparición de enfermedades genéticas que afectan a la homeostasis 





El desarrollo de tumores en humanos se basa, principalmente, en la capacidad que 
tienen sus células de proliferar de forma continuada, evadir las señales que bloquean 
el crecimiento, impedir que se activen los mecanismos de muerte celular, favorecer la 
inmortalidad replicativa, inducir la angiogénesis, activar los procesos de invasión y 
metástasis, modificar el metabolismo celular y eludir al sistema inmune. Detrás de 
estas características se encuentra la inestabilidad genómica, responsable de generar 
diversidad genética, y la inflamación, ambas necesarias para la aparición y progresión 
del tumor (120). Precisamente, los tratamientos contra el cáncer más prevalentes, 
quimioterapia y radioterapia, generan daño e inestabilidad genómica (52). Sin 
embargo, las células tumorales han desarrollado mecanismos que regulan 
positivamente algunos de los componentes implicados en la DDR para compensar la 
acumulación de daño génico. Por eso, se han desarrollado inhibidores específicos de 
las distintas vías de reparación del ADN, que, en combinación o por defectos en la 
reparación propios de las células tumorales, incrementan significativamente su 
potencial terapéutico. A esta estrategia basada en el bloqueo de dos o más rutas de 
reparación del ADN para inducir muerte celular se le denomina letalidad sintética (121, 
122). 
Diversos estudios demuestran también la capacidad de los tumores para alterar su 
inmunogenicidad y así impedir que sus células sean reconocidas por el sistema 
inmune. En base a estos descubrimientos, las nuevas estrategias contra el cáncer se 
focalizan en la identificación de nuevos antígenos tumorales que puedan utilizarse 
como diana en inmunoterapia. Además, estos tratamientos son más eficaces y 
resultan menos tóxicos para los pacientes que la quimioterapia y la radioterapia 
actuales (123). Con el objetivo de mejorar aún más las terapias, se ha comenzado a 
combinar la inmunoterapia con los inhibidores de la DDR, ya que dichos inhibidores 
aumentan la carga mutacional de las células cancerosas y vuelven a los tumores más 
inmunogénicos (122). 
2.5.1 Inhibidores de PARP en el tratamiento del cáncer 
La familia de polimerasas PARP (poly-ADP ribose polymerase) está compuesta por 
18 miembros y PARP1 fue el primero que se identificó. La principal reacción 
catalizada por PARP1 es la polimerización de unidades de ADP-ribosa sobre sí misma 
o en otras proteínas diana. Es una enzima altamente conservada que consta de 3 
dominios principales: un dominio de unión al ADN (DBD, DNA-binding domain) con 
motivos de dedo de zinc, uno central de automodificación, que contiene un motivo de 
interacción BRCT, y un dominio catalítico C-terminal. Esta enzima tiene multitud de 





la reparación de roturas de cadena sencilla mediante el mecanismo de escisión de 
bases, participa en la detección de las DSBs y en su reparación por HR, NHEJ o a-EJ, 
mantiene y estabiliza las horquillas de replicación, y modula la estructura de la 
cromatina en procesos celulares como la replicación, la transcripción o la DDR (Figura 
7) (124). 
 
Figura 7: Estructura de PARP1 y su implicación en distintas respuestas celulares. Adaptado de 
(124). 
En base al papel que juega PARP1 en la respuesta al daño en el ADN, esta 
polimerasa ha sido ampliamente utilizada como diana terapéutica. Inhibidores 
específicos de PARP1 como el olaparib (AZD2281) sensibilizan a las células 
tumorales a la radiación ionizante (125), lo que conduce a la muerte celular debido a 
la acumulación de DSBs (126). 
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El olaparib se ha empleado en monoterapia o terapia combinativa en distintos tipos de 
cáncer y sobre distintos fondos genéticos, destacando los tumores de mama y ovario 
con mutaciones en BRCA1/2 (127, 128). También se ha descrito que los tumores que 
carecen de ATM se vuelven más sensibles al tratamiento con inhibidores de PARP 
como el olaparib (129, 130). Sin embargo, las estrategias clínicas actuales basadas 
en el uso de estos inhibidores van más allá de tumores que tienen mutados BRCA o 
que presentan defectos en recombinación homóloga, e incluyen desde su utilización 
en quimioterapia neoadyuvante, adyuvante o en quimioprevención, hasta su 
combinación con inhibidores de ATR, de proteínas implicadas en los checkpoints del 
sistema inmune y de proteínas no relacionadas con la DDR que mimetizan 







La fosforilación de las proteínas es una modificación postraduccional que se basa en 
la unión covalente de un grupo fosfato a residuos de serina, treonina o tirosina de la 
proteína diana específica. Las enzimas encargadas de catalizar estas reacciones son 
las proteínas quinasa y se caracterizan por mostrar una alta homología en su dominio 
quinasa, también conocido como dominio catalítico, constituido por una secuencia de 
entre 250 y 300 aminoácidos (132). La conservación de esta secuencia pone de 
manifiesto la importancia de esta modificación covalente en la regulación de procesos 
celulares como el metabolismo, el crecimiento, la proliferación, la diferenciación, la 
supervivencia, la migración o la reparación del ADN (27). Además, podemos decir que 
esta reacción es reversible gracias a la existencia de las proteínas fosfatasas, 
responsables de la eliminación del grupo fosfato de las proteínas previamente añadido 
por una quinasa. 
 
Figura 8: Representación esquemática del quinoma humano. Se muestra con más detalle el 
grupo de las caseín quinasas de tipo 1, en el que se encuentra la familia de quinasas VRK. 
Adaptado de (133). 
En el año 2002, Manning y su grupo de investigación catalogaron filogenéticamente 
todas las quinasas humanas en lo que se denominó el “quinoma humano”, tomando 
como punto de partida las bases de datos genómicas disponibles, los ADN 
codificantes (ADNc) y las EST (expression sequences tags) (133). En esta nueva 
clasificación, una ampliación de la llevada a cabo previamente por Hanks y Hunter en 
1995, se identificaron 518 quinasas potenciales y 106 pseudogenes (copias no 






funcionales), y se incorporaron cuatros nuevos grupos. Entre ellos, cabe destacar el 
de las caseín quinasas de tipo 1 (CK1), que engloba a la familia de quinasas VRK 
(Vaccinia-related kinases) (Figura 8). 
3.1 La familia de quinasas VRK 
Esta familia de quinasas humanas consta de tres miembros, VRK1 y VRK2, y la 
pseudoquinasa VRK3. En 1997, Nezu y sus colaboradores identificaron la quinasa 
humana VRK1 a través de una librería enriquecida en ADNc fetales de hígado 
humano, diseñada con el objetivo de conocer nuevos reguladores de la división 
celular en células con altas tasas de proliferación. A continuación, utilizando la 
secuencia completa de VRK1 y las bases de datos de EST disponibles, identificaron 
un nuevo miembro de la familia, VRK2. Estos mismos investigadores denominaron a 
esta familia de quinasas Vaccinia-related kinases (VRKs) por su homología con la 
quinasa B1R del virus Vaccinia, implicada en la replicación del genoma viral. En el 
caso de VRK1, esta homología era del 39%, mientras que VRK2 mostraba un 36% 
(134). El tercer miembro de la familia, VRK3, no fue descubierto hasta 2003, también 
mediante el uso de bases de datos de ADNc (135). Inicialmente, se consideró que 
sólo las quinasas VRK1 y VRK2 eran catalíticamente activas, ya que VRK3 era una 
pseudoquinasa con mutaciones en aminoácidos clave en el dominio catalítico y que 
era incapaz de unir ATP (136). Sin embargo, estudios más recientes demuestran la 
capacidad que tiene VRK3 de fosforilar sustratos siguiendo un mecanismo no 
canónico, al igual que ocurre con otras pseudoquinasas (137). 
Desde un punto de vista evolutivo, se cree que la familia de quinasas VRK surgió a 
partir de un único gen VRK que se duplicó a lo largo de la evolución en la rama de los 
vertebrados, de forma que en organismos invertebrados sólo encontramos un gen 
VRK, a diferencia de los tres presentes en vertebrados (138). No se han encontrado 
genes ortólogos en levaduras. Sin embargo, se conocen dos isoformas de CK1 en 
estos organismos, los genes Hrr25 en Saccharomyces cerevisiae y su ortólogo en 
Schizosaccharomyces pombe, hhp1, que codifican proteínas implicadas en la 
respuesta al daño (139, 140). En el nematodo Caenorhabditis elegans existe un único 
ortólogo, VRK-1, que juega un papel importante en la proliferación normal de la línea 
germinal y regula la actividad de CEP-1, ortólogo de p53 (141). VRK-1 también 
fosforila a BAF (barrier-to-autointegration factor) y regula su localización y función, 
claves en el proceso de división celular, ya que esta proteína actúa como nexo entre 
la cromatina y la envuelta nuclear (142). Además de la regulación de CEP-1 y BAF, se 





tipos celulares y que participa en la proliferación y diferenciación de las células 
uterinas, poniendo en relieve el papel de las quinasas VRK en la organogénesis (143). 
Otro de los organismos en los que se puede encontrar un ortólogo del gen VRK1 es la 
mosca de la fruta, Drosophila melanogaster, y se denomina NHK-1. Se ha descrito el 
papel de esta quinasa en la fosforilación de la histona H2A en la treonina 119 (T119) 
durante la mitosis, pero no en la fase S del ciclo celular (144). Sin embargo, éste no 
es el único sustrato conocido para NHK-1, ya que se ha descubierto que también 
fosforila a BAF, lo que permite la separación de los cromosomas de la envoltura 
nuclear y la posterior formación del cariosoma (145). Por su parte, en ratones (Mus 
musculus), encontramos tres ortólogos, al igual que en el ser humano. El primero de 
los miembros descubierto en esta especie se denominó 51PK y se describió como 
una quinasa nuclear con altos niveles de autofosforilación en residuos de serina (146). 
Estas tres quinasas murinas se expresan principalmente durante la etapa embrionaria 
y en órganos con alta tasa de proliferación como el hígado, el bazo o el timo fetal 
(146). 
3.2 Estructura de las quinasas VRK 
Cada uno de los tres miembros de la familia de quinasas VRK se localiza en regiones 
diferentes del genoma humano. El gen correspondiente a la quinasa VRK1 se 
encuentra en la región cromosómica 14q32.2 y codifica una proteína de 396 
aminoácidos. En su extremo N-terminal se localizan el sitio de unión al ATP (residuos 
43-71) y el dominio quinasa activo (residuos 173-185), altamente conservado entre 
especies (138, 147). En la región C-terminal encontramos un dominio básico-ácido-
básico (BAB, residuos 356-396) (144) y las señales de importe (NLS, residuos 356-
360) (136) y exporte nuclear (NES). Esta región C-terminal no presenta homología 
con el resto de proteínas de la familia y se cree que juega un importante papel 
regulador (147). Además, se ha demostrado que esta región C-terminal es esencial 
para la estabilidad estructural de la proteína y para su actividad autocatalítica (148). 
El gen VRK2 se localiza en la región cromosómica 2p16.1 y codifica dos isoformas 
generadas por procesamiento alternativo: VRK2A, de 508 aminoácidos, y VRK2B, de 
397. La parte N-terminal de ambas isoformas contiene, al igual que la quinasa VRK1, 
el sitio de unión al ATP (residuos 35-61) y el dominio quinasa activo (residuos 162-
174). Sin embargo, el extremo C-terminal difiere considerablemente entre ambas. En 
el caso de VRK2A, la región comprendida entre los aminoácidos 395 y 508 contiene 





508), mientras que VRK2B sustituye dicha región por un triplete VEA (Valina-
Glutámico-Alanina) (149). 
Las proteínas humanas VRK1 y VRK2 presentan una homología del 44%, que se 
reducen al 33 y 23% respectivamente al compararlas con el tercer miembro de la 
familia, VRK3 (136). El gen que codifica esta pseudoquinasa se encuentra en la 
región 19q13.33 y consta de 474 aminoácidos, aunque puede generar una variante de 
424 aminoácidos por la pérdida del exón 4 (136). En su región N-terminal se 
encuentra una secuencia de localización nuclear bipartita (NLS, residuos 49-64) (136) 
y en su extremo C-terminal, el dominio catalítico (residuos 148-472), que, 
estructuralmente hablando, es muy similar al de la quinasa VRK2 (residuos 15-330) 
(150). 
 
Figura 9: Estructura esquemática de las quinasas VRK, indicando los principales motivos y 
dominios, y el porcentaje de homología entre los tres miembros de la familia. 
La mayoría de las quinasas presentan en su estructura un loop de activación situado 
en el dominio catalítico, que tiene que fosforilarse para que la proteína se vuelva 
activa. Esto no ocurre en las quinasas VRK, ya que poseen una hélice adicional (αC4) 
en este segmento de activación que les permite mantener una conformación cerrada 
constitutivamente activa (150). Al margen de esta característica, VRK3 presenta 
modificaciones en dominios clave para su actividad catalítica. Uno de ellos es el G-
loop (GxGxfG), una región rica en glicinas necesaria para la unión del ATP, donde 
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VRK3 sustituye estas glicinas por aminoácidos de mayor tamaño. También se ha 
encontrado una alteración en el loop catalítico (hrDxkxxN), en el que el aminóacido 
aspártico (D) se sustituye por asparagina (N). Pero, además de todo esto, presenta 
una sustitución en el motivo DYG previo al loop de activación, donde el aspártico (D) 
pasa a ser una glicina (G), y la pérdida del aminoácido aspártico en el dominio de 
unión al metal (DFG). Por tanto, todos estos datos parecían indicar que la 
pseudoquinasa VRK3 sería inactiva por su incapacidad de unir ATP, la imposibilidad 
de orientar correctamente el sustrato en el sitio catalítico y los problemas asociados a 
la transferencia de los grupos fosfato (150). Ahora bien, estos estudios estructurales 
se realizaron con el dominio catalítico de VRK3 (residuos 148-472), localizado en el 
extremo C-terminal, sin tener en cuenta la región N-terminal (residuos 1-147). 
Trabajos posteriores demostraron la capacidad de VRK3 para fosforilar sustratos 
gracias al dominio extra-catalítico N-terminal y al dominio quinasa, necesarios para 
interaccionar con el sustrato y adquirir la conformación necesaria para poder 
fosforilarlo (137). 
3.3 La quinasa VRK1 
La quinasa VRK1 es el miembro mejor caracterizado de la familia de quinasas VRK. 
Se expresa de manera ubicua en todos los tejidos analizados, pero los mayores 
niveles de ARN mensajero (ARNm) se detectan en aquellos con alta tasa de 
proliferación, como el hígado, el timo, los testículos fetales y las líneas celulares 
tumorales (134).  
3.3.1 Localización subcelular de VRK1 
Debido a su secuencia de localización nuclear, VRK1 se encuentra principalmente en 
el núcleo, libre en el nucleoplasma o asociada a la cromatina (136, 147, 151-153). De 
hecho, se sabe que esta quinasa forma parte de complejos transcripcionales y que 
está asociada a la cromatina junto con histonas y factores de ensamblaje (154). 
Además, en algunas ocasiones, VRK1 puede encontrarse “secuestrada” en el 
nucleolo (155). 
Asimismo, es importante tener en cuenta que la localización subcelular de VRK1 
puede variar en función de la línea celular y de las condiciones de crecimiento, 
pudiéndose encontrar a VRK1 en el citoplasma. También cabe destacar la presencia 






3.3.2 Papel de VRK1 en proliferación y progresión del ciclo celular 
Diversos estudios han puesto de manifiesto la implicación de VRK1 en proliferación y 
progresión del ciclo celular. En primer lugar, se demostró que el silenciamiento de 
esta quinasa estaba directamente relacionado con defectos en proliferación, ya que 
las células carentes de VRK1 eran incapaces de completar el proceso de división 
normal, posiblemente por el papel que juega esta quinasa en la estabilización y el 
control de los niveles basales de p53 en ausencia de estrés (151).  
En epitelios escamosos normales, los mayores niveles de expresión de VRK1 se 
encontraron en la capa basal, donde preferentemente proliferan las células, mientras 
que dichos niveles se iban reduciendo a medida que aumentaba la diferenciación del 
tejido epitelial. Además, el análisis de muestras de tumores escamosos de cabeza y 
cuello reveló una correlación positiva entre VRK1 y marcadores de proliferación como 
CDK2, CDK6, CB1N (ciclina B1 nuclear), topoisomerasa II, survivina, Cdc2, Ki67 o 
ciclina A, y negativa con p21 (156). A su vez, los niveles de esta quinasa se 
correlacionan con los de p63 en el epitelio escamoso de la faringe, ya que ambos van 
disminuyendo progresivamente hasta desaparecer completamente en células 
diferenciadas (157). 
También se ha visto que VRK1 es necesaria para la salida de fase G0 y entrada en el 
ciclo celular, siendo un elemento de respuesta temprana en la fase G1. De hecho, los 
cambios en los niveles proteicos de VRK1 están íntimamente relacionados con los de 
marcadores positivos de ciclo como Rb fosforilado o PCNA, mientras que muestran 
una correlación negativa con inhibidores de ciclo celular como p27 (157, 158).   
3.3.3 Importancia de VRK1 en el ensamblaje de la envuelta nuclear 
La envuelta nuclear es una estructura dinámica que se desensambla durante las 
primeras etapas de la mitosis y que se reconstruye en torno a los cromosomas 
durante la telofase, restableciendo la arquitectura nuclear antes de iniciar la siguiente 
interfase en cada una de las células hijas (159). Este proceso implica la regulación de 
multitud de proteínas, entre las que se encuentra BAF (barrier to-autointegration 
factor), esencial en el mantenimiento de la estructura nuclear. 
Se ha visto que la quinasa humana VRK1 fosforila la región N-terminal de BAF en el 
residuo de serina 4 y, de forma no tan efectiva, en las treoninas 2 y 3 (Figura 10). 
Estas fosforilaciones impiden la unión de BAF al ADN y afectan, en menor medida, a 
su capacidad para unirse a las proteínas con dominios LEM. Esto explicaría los 





está fosforilada, uniendo el ADN a la membrana nuclear, mientras que la fosforilación 
mediada por VRK1 favorece la condensación de la cromatina y el desensamblaje de 
la envuelta nuclear, eventos clave que hacen que BAF adquiera una localización 
difusa durante las primeras etapas de la mitosis (160). A su vez, estudios más 
recientes han demostrado que el silenciamiento de VRK1 reduce drásticamente los 
niveles de fosforilación de BAF, lo que conduce, por una parte, a la formación de una 
envoltura nuclear aberrante durante la interfase y, por otra, a la deslocalización de 
BAF, que pasa a interaccionar de manera atípica con los cromosomas mitóticos (161). 
En conjunto, todos estos datos ponen de manifiesto el papel que juega VRK1 en el 
correcto mantenimiento de la arquitectura nuclear. 
3.3.4 VRK1 en la fragmentación del aparato de Golgi 
El aparato de Golgi, al igual que ocurre con otros orgánulos celulares, tiene que 
fragmentarse en pequeñas vesículas durante las fases G2/M del ciclo celular para 
poder repartirse a las células hijas. Se sabe que este proceso depende de 
fosforilaciones reversibles mediadas por serina/treonina quinasas, entre las que 
destacan MEK1 (mitogen-activated protein kinase 1) y Plk3 (polo-like kinase 3) (162, 
163). 
En este contexto, Plk3 es capaz de fosforilar a VRK1 en su región C-terminal, más 
concretamente, en el residuo de serina 342 (Figura 10). Además, ambas proteínas 
interaccionan a través de la región N-terminal de VRK1 (residuos 1-267) y colocalizan 
en el aparato de Golgi. Para estudiar el papel de VRK1 en la fragmentación del 
aparato de Golgi, se llevaron a cabo experimentos de silenciamiento de VRK1 y de 
expresión de mutantes de VRK1 K179E (inactivo) o con el residuo de serina 342 
mutado (S342A, no fosforilable por Plk3), en los que se vio que dicha fragmentación 
no se podía llevar a cabo cuando VRK1 no es funcional o no es capaz de activarse 
por Plk3 (164). Esto demuestra que la correcta fragmentación del aparato de Golgi en 
las fases G2/M depende de la vía MEK1-Plk3-VRK1. 
3.3.5 Regulación de factores de transcripción mediada por VRK1 
Dentro de los sustratos conocidos de la quinasa humana VRK1 se encuentran varios 
factores de transcripción. El mejor caracterizado es p53, también conocido como “el 
guardián del genoma”, esencial en el mantenimiento de la homeostasis celular. VRK1 
se autofosforila y fosforila a p53 en la treonina 18, localizada en su dominio de 
transactivación (Figura 10). Esta modificación postraduccional favorece la 





evitar así su consecuente degradación vía proteasoma, y al favorecer su unión al 
cofactor p300, con el que forma un complejo y que se activa y acetila a las lisinas 373 
y 382 de p53, promoviendo su actividad transcripcional (147, 151, 165). Por otro lado, 
se sabe que p53 regula negativamente los niveles proteicos de VRK1 y que este 
efecto se revierte al silenciar este factor de transcripción, definiendo un loop de 
autorregulación entre ambos (166). Esto se debe a que la activación de p53 induce la 
expresión de DRAM (damage-regulated autophagy modulator), responsable de la 
degradación de VRK1 por vía endocítica-lisosomal (167). Esta regulación negativa de 
VRK1 se revierte cuando cofactores que contienen el dominio C/H3, como p300 o 
CBP, compiten por su unión a p53 con aquellos que indirectamente median la 
degradación de VRK1 (168). 
Otro de los factores regulados por VRK1 es ATF2 (activating transcription factor 2), un 
factor de activación dependiente de AMPc. VRK1 es capaz de fosforilar 
específicamente los residuos de serina 62 y treonina 73 de ATF2, promoviendo su 
acumulación en la célula y su activación transcripcional (Figura 10) (169). 
VRK1 también regula por fosforilación al factor de transcripción c-Jun, en este caso, 
en las serinas 63 y 73 (Figura 10). Al igual que ocurría con ATF2, estas fosforilaciones 
estabilizan la proteína y la activan, promoviendo su actividad transcripcional. Estos 
mismos residuos son, a su vez, diana de la quinasa JNK (c-Jun N-terminal kinase), la 
cual colabora con VRK1 en el proceso de activación transcripcional mediado por c-Jun 
(170). 
Dentro de la familia de los factores de transcripción ATF, VRK1 fosforila no sólo a 
ATF2, como se ha mencionado anteriormente, sino que también interacciona y 
fosforila a la proteína CREB (CRE-binding protein) en la serina 133 (Figura 10). 
Cuando VRK1 fosforila y activa a estos dos factores de transcripción, éstos se unen a 
las regiones CRE (cAMP-response element) del promotor del gen de la ciclina 1 
(CCND1) y promueven la transición de fase G1 a S del ciclo celular. Además, la 
sobreexpresión de Myc, factor de transcripción clave en crecimiento celular y 
proliferación, conduce a un aumento en los niveles de VRK1 y, por tanto, a una mayor 
expresión del gen CCND1 (171). 
3.3.6 VRK1 y la fosforilación de histonas 
Las histonas, ya sean las que forman el nucleosoma (H2A, H2B, H3 y H4) o sus 
variantes, sufren modificaciones postraduccionales en sus extremos amino y 





ubiquitinación (22). Todas ellas están coordinadas y regulan procesos celulares como 
la replicación, la condensación de los cromosomas durante la mitosis, la transcripción, 
la respuesta al daño génico o la apoptosis (22, 43, 172-175). 
VRK1 es una quinasa de la cromatina que fosforila la treonina 3 (diana de Haspin) y la 
serina 10 (en cooperación con la quinasa Aurora B) de la histona H3 tanto in vitro 
como in vivo (Figura 10) (152). Estos residuos son clave en el proceso de 
condensación de la cromatina durante la mitosis, aunque también se ha descrito el 
papel que juega la fosforilación de la serina 10 en la relajación de la cromatina en 
interfase, asociado a otras modificaciones covalentes como las acetilaciones de las 
lisinas 9 y 14 de esa misma histona (176). Además, la quinasa VRK1 también es 
capaz de fosforilar, aunque en menor medida que a la H3, a las histonas H2A, H2B y 
H4. Estos datos demuestran que la fosforilación de histonas mediada por VRK1 
podría tener un papel esencial en la condensación de la cromatina durante la 
transición G2/M (152).  
Estudios más recientes han caracterizado la relación entre VRK1 y Aurora B. Estas 
dos quinasas forman un complejo proteico, principalmente en mitosis, el cual inhibe de 
forma cruzada a ambas quinasas. Además, el silenciamiento de VRK1 impide la 
correcta formación de los centrómeros, altera la localización centromérica de Aurora B 
y reduce significativamente los niveles de expresión del gen que codifica para la 
survivina, proteína implicada en el reclutamiento de Aurora B (177).  
La histona H2AX es otro de los sustratos de VRK1. Esta quinasa interactúa con H2AX 
y la fosforila en la serina 139 (γH2AX) (Figura 10). Esta fosforilación, mediada también 
por ATM (178), juega un importante papel en la detección de las roturas de doble 
cadena en el ADN. Sin embargo, el efecto de VRK1 sobre la fosforilación de H2AX y 
la consecuente formación de focos de reparación en respuesta al daño génico 
inducido por radiación ionizante es independiente de ATM (85). 
También la histona H2A es diana de VRK1. Esta quinasa fosforila la treonina 120 de 
dicha histona tanto in vitro como in vivo en líneas celulares normales y tumorales 
(Figura 10). Al estudiar esta modificación covalente en el promotor de gen CCND1 
(ciclina D1), se vio que la ausencia de VRK1 conllevaba una pérdida de expresión de 
esta ciclina y una disminución significativa del crecimiento celular. Este efecto se 
debía a que el silenciamiento de esta quinasa iba acompañado de una reducción de la 
fosforilación en la H2AT120, que está íntimamente relacionado con un aumento en la 
ubiquitinación de H2A en el residuo 119 (H2AK119ub), y una disminución de la 





activación transcripcional, respectivamente. Además, ha quedado demostrado que 
VRK1 por sí misma y la mutación fosfomimética de la histona H2A, T120D, que 
mimetiza la fosforilación mediada por esta quinasa, son capaces de transformar 
células NIH/3T3 in vitro, lo que pone de manifiesto su implicación en la carcinogénesis 
(179). 
 
Figura 10: Principales sustratos de la quinasa humana VRK1, indicando los residuos fosforilados 
en cada caso. 
3.3.7 La quinasa VRK1 en la respuesta al daño génico 
Uno de los primeros eventos que tienen lugar cuando se produce alguna rotura en el 
ADN es la relajación local de la cromatina, de forma que las proteínas encargadas de 
la reparación puedan acceder más fácilmente a la región dañada. Estudios de 
silenciamiento de la quinasa humana VRK1 revelaron un cambio en el patrón basal de 
acetilación que, además, es independiente de ATM (85). 
Tras la relajación de la cromatina, es necesario que la histona H2AX se fosforile en su 





































mediadores de la respuesta y amplificar la señal de reparación. Como se ha 
mencionado en el apartado anterior, VRK1 es capaz de activarse en respuesta al 
daño génico inducido por radiación ionizante y mediar la fosforilación de la serina 139 
de la histona H2AX (85). 
Otro de los miembros de la cascada de señalización regulado por VRK1 es NBS1, que 
forma parte del complejo MRN. Esta quinasa forma un complejo basal con NBS1 y 
fosforila a esta proteína en la serina 343 en respuesta al daño génico inducido por 
radiación ionizante o doxorrubicina (Figura 10). Por esta razón, el número de focos de 
NBS1 se reduce drásticamente tras silenciar VRK1 e inducir daño en el ADN. 
Además, la ausencia conjunta de VRK1 y ATM conlleva una bajada de los niveles de 
NBS1, que no se observa cuando ATM está presente y que se revierte utilizando 
inhibidores del proteasoma. Esto quiere decir que VRK1 fosforila y protege a NBS1 de 
su degradación vía proteasoma durante la DDR, siendo importante el papel de ATM 
en el mantenimiento de su estabilidad (86). 
En la respuesta a las roturas de doble cadena mediada por unión de extremos no 
homólogos (NHEJ), especialmente importante en las células que no se dividen, es 
esencial la función de 53BP1 en el ensamblaje de otras proteínas reparadoras. En 
este contexto, la quinasa VRK1 se activa, interacciona y fosforila a 53BP1 en los 
residuos de serina 25 y 29 (Figura 10), que también son diana de ATM (94). 
Asimismo, la ausencia de VRK1 compromete la formación de focos de 53BP1 tras 
inducir daño génico con radiación ionizante, un efecto independiente de ATM y p53. 
Además, VRK1 es una proteína de respuesta temprana previa a la activación de ATM, 
ya que el silenciamiento de VRK1 afecta a la formación de focos de γH2AX, pero no a 
la de MDC1, que es un evento posterior de la DDR y un sustrato conocido de ATM 
(101). Cabe destacar también que la disminución del número de focos de 53BP1 
asociado a la ausencia de VRK1 es reproducible en líneas de cáncer de mama y en 
respuesta a distintos agentes causantes de roturas de doble cadena en el ADN (180). 
Por último, es necesario mencionar el papel de p53 en la respuesta al daño, ya que 
media la activación transcripcional de genes implicados en parada de ciclo, esencial 
para evitar que el ADN dañado pueda transmitirse a las células hijas, o en apoptosis, 
cuando el daño génico es excesivo y no puede repararse convenientemente (181). 
Aparte de la fosforilación de p53 mediada por VRK1 y su loop de autorregulación, 
mencionados anteriormente, es importante resaltar que VRK1 y p53 forman un 
complejo basal capaz de activarse casi de manera inmediata en respuesta al daño 





3.3.8 Implicación de VRK1 en cáncer 
En base a las funciones de VRK1 en el contexto de la proliferación y la progresión del 
ciclo celular, sería de esperar que esta quinasa desempeñase un papel activo en la 
biología tumoral (151, 156-158). Mediante experimentos de supresión génica de VRK1 
con el sistema CRISP/Cas9, se ha identificado a VRK1 como driver oncogénico (183), 
lo que es consistente con los estudios realizados en adenocarcinomas de pulmón en 
los que se habla de esta quinasa como una posible diana terapéutica por su 
implicación en el proceso de división celular (184). Además, la alteración de la 
respuesta al daño génico asociada al silenciamiento de VRK1 sensibiliza a las células 
tumorales a distintos agentes quimioterapéuticos (180). 
A pesar de su papel oncogénico, puede decirse también, aunque parezca 
contradictorio, que VRK1 es un supresor tumoral. Esto es así debido a la regulación 
que esta quinasa ejerce sobre p53, que contribuye, de manera indirecta, al 
mantenimiento de la estabilidad genómica (185). 
La quinasa VRK1 se expresa de manera diferencial en distintos tipos celulares, pero 
no se ha visto que esté mutada en cáncer. En algunos casos, se ha utilizado como 
marcador predictivo en pacientes de cáncer rectal que responden bien a la 
quimioterapia neoadyuvante (186). Sin embargo, la sobreexpresión de esta quinasa 
en mieloma múltiple (187) o en tumores de mama (188-191), pulmón (184), hígado 
(192, 193), glioblastoma / glioma (194, 195), cabeza y cuello (156), y esofágo (196, 
197) implica un peor pronóstico.  
3.3.9 VRK1 y las enfermedades neurodegenerativas 
Mediante el uso de arrays peptídicos se indentificó a la coilina como nuevo sustrato de 
la quinasa humana VRK1. Esta proteína juega un papel fundamental en el ensamblaje 
de los cuerpos de Cajal y está implicada en varias enfermedades neurodegenerativas 
(198). Estudios posteriores demostraron que VRK1 forma un complejo intracelular con 
la coilina y la fosforila durante la mitosis en la serina 184 (Figura 10), un paso clave 
para la formación de los cuerpos de Cajal. Sin embargo, en ausencia de VRK1 o 
cuando esta quinasa no es activa, la coilina se ubiquitina y se dirige al citosol donde 
se degrada vía proteasoma (199). Aparte del papel que juega VRK1 en la formación 
de los cuerpos de Cajal, mutaciones en el gen que codifica esta quinasa están 
íntimamente relacionadas con patologías neurodegenerativas. 
La primera mutación descubierta en el gen VRK1 fue la R358X (en homocigosis), que 





modificaba la secuencia de localización nuclear de la proteína y generaba un codón 
de terminación prematuro que hacía que esta proteína fuese citosólica (198, 200). El 
fenotipo de estos pacientes, pertenecientes a una familia judía de etnia Ashkenazi, 
incluía microcefalia, ataxia muscular espinal con hipoplasia pontocerebelosa de tipo 1, 
leve retraso mental y en el desarrollo, atrofia muscular y ataxia, que derivó en 
debilidad muscular severa y problemas respiratorios que condujeron a su muerte a 
edad temprana (200-202). 
Otra de las mutaciones descritas fue la R133C, localizada en el dominio quinasa. Se 
describió a través de un estudio en el que se buscaban genes relacionados con 
trastornos cognitivos recesivos, y presentaba hipoplasia pontocerebelar como 
característica clínica (203). Por su parte, las mutaciones R89Q y V236M se 
encontraron en heterocigosis en dos hermanas que presentaban microcefalia, ataxia 
muscular espinal y neuropatía sensorio-motora axonal, y se manifestaron durante la 
niñez (201). 
 
Figura 11: Estructura de la quinasa humana VRK1 en la que aparecen señaladas las distintas 
mutaciones asociadas a procesos neurodegenerativos y su localización en la proteína. 
Más tarde se descubrieron nuevas mutaciones en heterocigosis, en este caso, en un 
individuo adulto. Estas mutaciones son las H119R y R321C y se asociaron al 
desarrollo de esclerosis lateral amiotrófica en el paciente (204). También durante la 
etapa adulta se encontraron dos pacientes con las mutaciones H119R y R358X en 
heterocigosis que presentaban ataxia muscular espinal distal (205). A su vez, este 
mismo estudio reveló la presencia de otras dos mutaciones, G135R y L195V, de 
nuevo en heterocigosis, en un único individuo con esclerosis lateral amiotrófica juvenil, 
acompañada de atrofia muscular espinal distal y neuropatía sensorio-motora axonal 
(205). 
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Por último, se ha descubierto una nueva mutación del gen VRK1, W375X, que 
apareció en homocigosis y que genera un codón de terminación prematuro, igual que 
la R358X. Los pacientes presentaban neuropatía sensorio-motora axonal y atrofia 
muscular espinal distal, manifestados durante la adolescencia (206). 
Debido al elevado número de mutaciones en el gen VRK1 que afectan a distintas 
regiones de la proteína, el estudio y caracterización de las mismas podría ayudar a 
entender un poco mejor las enfermedades neurodegenerativas en las que esta 
quinasa está implicada.  
3.3.10 Ratones knock-out para VRK1 
Estudios realizados con ratones hipomórficos para VRK1, que solamente expresan el 
15% de la proteína en comparación con los silvestres, revelaron que estos animales 
son estériles, ya sean machos o hembras. Esto se debe, en el caso de los machos, a 
que la ausencia de VRK1, que se expresa en las células de Sertoli de los testículos y 
en la espermatogonia, conlleva un defecto progresivo en la proliferación y 
diferenciación de las células espermatogónicas que conduce a la ausencia total de 
mitosis y meiosis en el testículo adulto (207). Además, la pérdida de VRK1 interfiere 
también en el mantenimiento de la población de las células madre en la 
espermatogonia (208). En las hembras, la disminución de los niveles de expresión de 
VRK1 va acompañada de un retraso en la progresión meiótica durante la oogénesis, 
que, en última instancia, genera esterilidad total (209). A su vez, experimentos más 
recientes han demostrado que los ovarios carentes de VRK1 presentan defectos 
severos durante la foliculogénesis que afectan al crecimiento y a la calidad de los 
oocitos (210). 
3.3.11 Regulación de la quinasa VRK1 
Debido a la cantidad de funciones asociadas a la quinasa VRK1, es necesario que su 
actividad esté estrictamente regulada a través de diversos mecanismos. A nivel 
transcripcional, se sabe que la actividad de esta quinasa está controlada por factores 
mitogénicos presentes en el suero, que promueven la transición G0/G1 del ciclo 
celular (157), pero, además, diversos factores de transcripción participan en la 
activación de VRK1 en respuesta a señales proliferativas, como es el caso de E2F1 
(156) y Myc (171). 
Más recientemente se ha visto que el factor de transcipción aberrante EWS-FLI1, 





cáncer, reprimiendo supresores tumorales y activando oncogenes y nuevas dianas 
terapéuticas potenciales, como es el caso de VRK1 (211). 
Mención aparte merece la relación entre Sox2 y VRK1. Sox2 es uno de los “factores 
de Yamanaka”, esenciales en reprogramación celular (212), que también participa en 
la autorrenovación de las células madre, en proliferación y en procesos de 
diferenciación celular. Se ha descrito que VRK1 y Sox2 muestran un patrón de 
localización similar en epitelio escamoso y que forman un complejo estable. Además, 
Sox2 regula la expresión de VRK1 y juntos cooperan en la activación del gen CCND1. 
Sin embargo, existe un loop de autorregulación entre Sox2 y VRK1, por el que esta 
quinasa también modula la expresión de este factor de transcripción. Finalmente, 
cabe resaltar que los niveles de Sox2 y VRK1 se reducen significativamente a medida 
que las células inician su programa de diferenciación (213). 
También es importante destacar el papel de las macrohistonas en este contexto de 
activación/represión transcripcional. La macrohistona H2A1.2 es una variante de la 
histona H2A con un dominio C-terminal más grande, denominado macrodominio, y 
cuya expresión se asocia generalmente a represión transcripcional. Esta 
macrohistona interacciona con VRK1 a través de su región C-terminal durante la 
interfase e impide que esta quinasa fosforile a la histona H3 durante esa etapa del 
ciclo celular (214). A su vez, se ha visto que las macrohistonas H2A1.2 y H2A.2 
inhiben la expresión de los genes que codifican para VRK1, Sox2 y ciclina D1, 
implicados en proliferación, durante la diferenciación celular (213). 
La autofosforilación de VRK1 también tiene un importante papel regulador que, a su 
vez, potencia su actividad catalítica y su estabilidad (136, 147, 157). Uno de los 
residuos que se autofosforilan, la serina 355 (165), se fosforila también en respuesta 
al daño en el ADN vía la proteína quinasa Cδ (PKCδ). Esta fosforilación regula 
negativamente la actividad quinasa de VRK1 y promueve la muerte celular 
dependiente de p53 (215). 
Como se ha mencionado en apartados anteriores, VRK1 también se activa en 
respuesta a radiación ionizante y otros agentes quimioterapéuticos, poniendo en 
marcha los mecanismos de respuesta al daño en el ADN (85, 86, 101, 180, 182).  
Otro de los mecanismos por los que se regula la actividad de VRK1 es la interacción 
con otras proteínas. Estudios proteómicos identificaron a la GTPasa Ran entre las 
proteínas candidatas para regular las quinasas VRK. Se vio que esta GTPasa era 





independientemente de que estuviese unida a GTP o GDP. Sin embargo, la 
interacción entre Ran-GDP y cualquiera de estas quinasas regulaba negativamente su 
capacidad de autofosforilación y fosforilación de sustratos (216). 
Finalmente, se ha estudiado también la posibilidad de utilizar inhibidores específicos 
frente a esta quinasa, ya que los dirigidos frente a otras familias de quinasas no 
muestran efectos significativos sobre la autofosforilación de VRK1 y la fosforilación de 
sustratos como p53 o H3 (217). Dichos inhibidores, luteolina y ácido ursólico, son 
capaces de interaccionar con VRK1 e inhibir su actividad quinasa, pero requieren 
dosis muy altas para su funcionamiento, con el consecuente aumento de la toxicidad y 









1. Caracterizar la implicación de la quinasa humana VRK1 en la respuesta al 
daño génico causado por la combinación del fármaco quimioterapéutico 
olaparib y la radiación ionizante. 
 
2. Estudiar la regulación del ciclo celular y la reparación de las roturas de doble 
cadena en el ADN asociadas al tratamiento con el inhibidor de 
metiltransferasas chaetocin. 
 
3. Analizar el papel de la quinasa de la cromatina VRK1 en el patrón basal de 






























1.1 Obtención de extractos proteicos de células en cultivo 
Para obtener extractos proteicos totales, se lisaron las células en cultivo con tampón 
de lisis suave (50 mM de Tris-HCl, pH 8.0, 150 mM de NaCl, Tritón X-100 al 1% y 1 
mM de EDTA) o RIPA (150 mM de NaCl, 1,5 mM de MgCl2, 10 mM de NaF, 4 mM de 
EDTA, 50 mM de Hepes, Tritón X-100 al 1%, SDS al 0,1% y glicerol al 10%), en 
función de la línea celular. A su vez, ambos tampones se suplementaron con 
inhibidores de proteasas (1 mM de PMSF, 10 µg/ml de aprotinina y 10 µg/ml de 
leupeptina) y fosfatasas (1 mM de ortovanadato de sodio y 1 mM de NaF) antes de 
iniciar la lisis. Tras incubar los extractos celulares obtenidos durante 20 minutos en 
hielo, se centrifugaron a 13.200 rpm a 4°C durante 20 minutos y se recuperó la 
fracción soluble, mientras que el precipitado restante fue descartado.  
1.2 Extracción ácida de histonas 
Con el objetivo de analizar las variaciones en las modificaciones covalentes de las 
histonas que forman parte del nucleosoma, se puso en práctica el protocolo de 
extracción ácida de histonas (220). Tras los experimentos correspondientes, se 
recogieron las células por centrifugación (10 minutos, 300 g), se lavaron con 10 ml de 
PBS 1X y se centrifugaron de nuevo (10 minutos, 300 g), descartando el 
sobrenadante. A continuación, se resuspendió el precipitado celular en 1 ml de 
tampón de lisis hipotónico (10 mM de Tris-HCl pH 8, 1 mM de KCl, 1,5 mM de MgCl2 y 
1 mM de DTT), suplementado con inhibidores de proteasas (1 mM de PMSF, 10 µg/ml 
de aprotinina y 10 µg/ml de leupeptina) durante 30 minutos en la noria, para favorecer 
la lisis tanto hipotónica como mecánica, y se pasó la solución a un tubo de 1,5 ml. 
Desde este punto hasta finalizar el protocolo, los distintos pasos se realizaron a 4°C. 
Seguidamente se precipitaron los núcleos intactos por centrifugación (10 minutos, 
10.000 g) y se eliminó el sobrenadante con la pipeta. A continuación, se 
resuspendieron los núcleos resultantes con 400 μl de ácido sulfúrico 0,4 N hasta que 
la solución fuese completamente homogénea, utilizando el vórtex si fuera preciso, y se 
incubó dicha solución durante, al menos, 30 minutos o toda la noche en la noria. 
Pasado este tiempo, se precipitaron los debris nucleares por centrifugación (10 
minutos, 16.000 g) y el sobrenadante, que contiene las histonas, se pasó a un nuevo 
tubo de 1,5 ml. En este punto, se utilizó ácido tricloroacético a una concentración final 
del 33% para precipitar las histonas, y la mezcla resultante, de aspecto lechoso, se 
incubó en hielo durante 30 minutos o toda la noche. El siguiente paso fue centrifugar 
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la mezcla para que sedimentasen las histonas (10 minutos, 16.000 g). Posteriormente 
se retiró con mucho cuidado el sobrenadante y se lavaron 2 veces las histonas con 
acetona fría, sin resuspenderlas, para eliminar el ácido residual todavía presente en la 
solución. Finalmente, se eliminó el sobrenadante con la pipeta, se dejó secar el 
precipitado de histonas durante 20 minutos a temperatura ambiente y, pasado ese 
tiempo, se resuspendieron las histonas en 100-120 μl de agua milliQ para 
cuantificarlas a continuación y analizarlas por western blot. 
1.3 Cuantificación de proteínas 
Una vez obtenidos los extractos proteicos totales o los enriquecidos en histonas, se 
cuantificaron utilizando el método de Bradford, que se basa en el empleo del azul 
brillante G-250 Coomassie, un colorante que, al unirse a las proteínas de la muestra, 
vira de un color pardo a uno rojo-azulado y altera su máximo de absorción (de 465 nm 
a 595 nm). Se utilizó el reactivo comercial Bio-Rad Protein Assay (Bio-Rad) y se 
realizó una curva patrón usando concentraciones conocidas de albúmina sérica 
bovina (BSA, bovine serum albumin). Una vez cuantificados, se prepararon extractos 
proteicos con la misma cantidad de proteína total, se les añadió tampón de carga 
(62,5 mM de Tris-HCl pH 6,8, glicerol al 10%, SDS al 2,3%, azul de bromofenol al 
0,1% y β-mercaptoetanol al 5%) y se hirvieron durante 5 minutos a 100 °C.  
1.4 Electroforesis en geles SDS-PAGE  
Las proteínas se separaron en función de su tamaño mediante electroforesis vertical 
en geles SDS-PAGE (sodium dodecylsulfate - polyacrilamide gel electrophoresis). El 
SDS (dodecilsulfato sódico) es un detergente aniónico que desnaturaliza y se une a 
las proteínas, confiriéndoles una carga negativa uniforme debido a sus grupos sulfato. 
De esta forma, la propia carga de la proteína queda enmascarada por las múltiples 
moléculas de SDS y se alcanza una relación carga:masa uniforme. Así, todas las 
proteínas migran de igual manera hacia el polo positivo en función de su masa 
molecular.  
Para la separación de proteínas de distinto tamaño se realizaron geles separadores 
(resolving) con concentraciones variables de acrilamida y bis-acrilamida (7,5-12,5% y 
0,2-0,33%, respectivamente) en un tampón de 0,375 M de Tris-HCl pH 8,8 y 3,5 mM 
de SDS, en función de la/s proteína/s que se quisieran analizar: 
  




 Proteínas <25-30 kDa: 12,5% acrilamida – 0,33% bis-acrilamida. 
Proteínas de 30-150 kDa: 10% acrilamida – 0,27% bis-acrilamida. 
 Proteínas >150 kDa: 7,5% acrilamida – 0,2% bis-acrilamida. 
Encima de este gel separador se preparó el gel concentrador (stacking), compuesto 
por acrilamida al 4,8% y bis-acrilamida al 0,128% en tampón Tris-HCl pH 6,8 a 0,125 
M y 3,5 mM de SDS. Para la solidificación de ambos tipos de geles, se añadió un 
agente iniciador de la polimerización, el persulfato de amonio (APS, ammonium 
persulfate) y un catalizador de la formación de radicales libres, el TEMED (N, N, N’, 
N'- tetrametiletilenodiamina). 
El gel se corrió en condiciones desnaturalizantes en tampón de carrera (25 mM de 
Tris-HCl, 200 mM de glicina y 1,7 mM de SDS) y se utilizaron marcadores de peso 
molecular preteñidos Precision Plus Protein
TM 
Standards Dual Color (Bio-Rad). 
1.5 Transferencia húmeda y western blot 
Después de la electroforesis, las proteínas se transfirieron a membranas Immobilon-
FL (Millipore) mediante transferencia húmeda (221) para su posterior detección con 
anticuerpos específicos. El tampón de transferencia utilizado estaba formado por Tris-
HCl a 25 mM, 19,2 mM de glicina y metanol al 10-20%, en el que la concentración de 
metanol varía según el peso molecular de las proteínas de interés (a menor tamaño 
de la proteína, mayor concentración de metanol). La transferencia se realizó durante 
1-1,5 horas a 80-90 V o durante toda la noche a 40 V. 
Para llevar a cabo el western blot, la membrana de transferencia se bloqueó durante 1 
hora a temperatura ambiente o toda la noche a 4°C en agitación en leche en polvo 
desnatada o BSA al 5%, resuspendidos en el tampón TBS-T (25 mM de Tris-HCl pH 
8, 50 mM de NaCl, 2,5 mM de KCl y Tween-20 al 0,1%). A continuación, la membrana 
se incubó con el anticuerpo primario necesario (ver tabla 6) para detectar la proteína 
de interés a la dilución correspondiente en TBS-T, o en leche o BSA al 5% en TBS-T, 
según las recomendaciones del fabricante, durante 1-2 horas a temperatura ambiente 
o toda la noche a 4°C. Después de la incubación, se realizaron 3 lavados durante 10 
minutos cada uno con TBS-T en agitación, y se incubó la membrana con los 
anticuerpos secundarios conjugados a distintos fluorocromos en función de su 
reactividad durante 1 hora a una dilución 1:10.000 en oscuridad y, tras 3 lavados de 
10 minutos con TBS-T, la membrana se reveló en el LI-COR Odyssey Infrared 
Imaging System, que detecta la fluorescencia emitida por los anticuerpos secundarios, 




que reconocen la fracción constante de los anticuerpos específicos de las proteínas a 
estudiar en cada caso. Posteriormente, se utilizó el software ImageJ para cuantificar la 
intensidad de las bandas obtenidas como se especifica en experimentos concretos. 
 
2.1 Cultivo de líneas celulares  
Las líneas celulares y los medios de cultivo usados para su correcto crecimiento se 
especifican en la tabla 3. Estas líneas se cultivaron en monocapa en frascos de cultivo 
(Flasks, BD Falcon) a 37°C, 5% de CO2 y 98% de humedad relativa. Los medios de 
cultivo (DMEM, RPMI; Sigma-Aldrich) se suplementaron con 10% de FBS (suero fetal 
bovino), 2 mM de L-glutamina, y los antibióticos penicilina (50 unidades/ml) y 
estreptomicina (50 µg/ml), obtenidos de GIBCO-life technologies. Para levantar las 
células de los frascos se utilizó una solución de tripsina-EDTA (TryplE
TM
, Thermo 
Fisher Scientific) y para observar las líneas celulares se empleó un microscopio óptico 
invertido Zeiss Axiovert 25. 
Línea 
celular 






















Subtipo basal B DMEM 
U2OS Humano Osteosarcoma - DMEM 
 
Tabla 3: Descripción y principales características de las líneas celulares utilizadas. 
  
2. MANEJO DE LÍNEAS CELULARES EN CULTIVO 




2.2 Supresión de la expresión génica mediante ARNi. 
Transfección con Lipofectamine o Lipotransfectine 
Para silenciar la expresión del gen VRK1 se usaron los dúplex de ARN de 
interferencia (ARNi) especificados en la tabla 4 de la casa comercial Dharmacon RNA 
Technologies. Como control negativo se empleó un dúplex de ARN carente de diana 
en las células humanas, ON-TARGETplus Non-targeting siRNA, de la misma casa 
comercial.  
Estos experimentos de supresión génica se llevaron a cabo con los reactivos 
Lipofectamine
TM 
2000 (Invitrogen) o Lipotransfectine (Solmeglass), con el fin de 
conseguir mayor eficiencia de transfección de los oligonucleótidos. Ambos reactivos 
contienen subunidades lipídicas que pueden formar liposomas de naturaleza catiónica 
en ambientes acuosos, capaces de formar complejos con los ácidos nucleicos 
(cargados negativamente). De esta forma, se evita la repulsión electrostática de la 
membrana celular (también de carga negativa) y se facilita la fusión de estos 
complejos con dicha membrana, lo que permite su posterior incorporación a la célula. 
En este caso, las cantidades correspondientes de los reactivos Lipofectamine o 
Lipotransfectine se diluyeron en un volumen de Opti-MEM (GIBCO-life technologies) 
y, tras 5-10 minutos de incubación, se añadieron a un volumen de Opti-MEM en el que 
previamente se habían resuspendido los ARN de interferencia a una concentración de 
200 nM. Transcurridos 30 minutos, se añadieron las mezclas sobre las células 
cultivadas en medio sin antibiótico, dado que estas células podrían incorporarlos junto 
con los ARNi, lo que comprometería seriamente su viabilidad. 




Control negativo de 
silenciamiento 
siVRK1-02 CAAGGAACCUGGUGUUGAA 
Silenciamiento de la 
quinasa VRK1 
siVRK1-03 GGAAUGGAAAGUAGGAUUA 
Silenciamiento de la 
quinasa VRK1 
 
Tabla 4: Secuencias y uso de los oligonucleótidos empleados.  





3.1 Inmunofluorescencia y microscopía confocal 
Los ensayos de inmunofluorescencia se emplearon para estudiar los cambios de 
localización subcelular de proteínas endógenas. En estos ensayos, se sembraron las 
células sobre cubreobjetos de vidrio, que, en ocasiones, se trataron con poli-L-lisina 
(Sigma-Aldrich) al 0,01% para mejorar la adhesión celular al cristal. Finalizado el 
experimento, se lavaron las células con PBS 1X y se fijaron con paraformaldehído al 
3% en PBS 1X durante 30 minutos a temperatura ambiente. Seguidamente se les 
añadió glicina (200 mM) durante 15 minutos, también a temperatura ambiente, para 
reducir la toxicidad asociada a los grupos aldehídos libres tras la fijación. 
Posteriormente, se permeabilizaron con Tritón X-100 al 0,2% en PBS 1X durante 30 
minutos, y finalmente, se utilizó como solución de bloqueo BSA al 1% en PBS 1X con 
azida sódica (agente bacteriostático; dilución 1:1000 a partir de una solución madre al 
10%) durante 1 hora a temperatura ambiente o durante toda la noche a 4°C.  
Para la detección de dos proteínas a la vez, se incubaron los anticuerpos primarios de 
manera secuencial (ver tabla 6), diluidos en BSA al 1% con azida sódica a la 
concentración adecuada y se incubó durante 6-8 horas a temperatura ambiente o 
durante toda la noche a 4°C, siguiendo las recomendaciones de la hoja técnica de 
cada anticuerpo. Entre el primer y el segundo anticuerpo primario, las células se 
lavaron tres veces con PBS 1X. Tras la incubación con el segundo anticuerpo 
primario, se realizaron tres lavados con PBS 1X para eliminar los restos de anticuerpo 
libre y las células se incubaron durante 1 hora a temperatura ambiente con los 
anticuerpos secundarios marcados con los fluorocromos de cianina Cy2 o Cy3, que se 
diluyeron 10.000 veces en BSA al 1% en PBS 1X. Dado que los anticuerpos 
secundarios utilizados son fotosensibles, todas las etapas restantes se llevaron a 
cabo en oscuridad. Para eliminar el exceso de anticuerpos secundarios, las células se 
lavaron de nuevo 3 veces con PBS 1X y, a continuación, se tiñeron los núcleos 
celulares con DAPI (4´, 6´-diamidino-2-fenilindol; Roche) a una concentración de 1 
μg/ml en PBS 1X durante 15 minutos a temperatura ambiente. Por último, se lavaron 
3 veces los cubreojetos con PBS 1X y se montaron sobre los portaobjetos con 
MOWIOL®4-88 (Calbiochem). Finalizado el montaje, las imágenes con marcaje 
fluorescente se realizaron con el microscopio confocal Leica TCS SP5, que utiliza 
láseres de argón (488 nm), DPSS (561 nm) y UV (405 nm). En todos los experimentos 
llevados a cabo se mantuvieron constantes la intensidad y la ganancia de dichos 
láseres, y la compensación de los fotomultiplicadores, de forma que se pudiesen 
3. LOCALIZACIÓN SUBCELULAR DE PROTEÍNAS  




comparar las fotos correspondientes al control y a las muestras a estudiar en cada 
caso.  
El número de focos y la fluorescencia de las distintas proteínas evaluadas en esta 
tesis se representaron en forma de box plot, donde la caja representa los valores que 
van del primer al tercer cuartil, la línea central es la mediana y los extremos se 
extienden hasta las observaciónes mínima y máxima, respectivamente. Para la 
cuantificación de estos focos o de la fluorescencia, relativizada con respecto al área 
celular, se utilizó el software ImageJ y, en cada experimento, se indica el test 
específico con el que se calculó la significación estadística. 
 
 
4.1 Citometría de flujo 
Para estudiar la viabilidad y los cambios en el perfil de ciclo celular, se recogieron las 
células por centrifugación (5 minutos, 1200 rpm) y se lavaron con PBS 1X. A 
continuación, se resuspendieron en 1 ml de PBS 1X y se dividieron a partes iguales 
en dos tubos de citómetro, uno para estudiar la viabilidad y el otro, para estudiar los 
cambios en el perfil de ciclo celular. En el caso de la viabilidad, se añadió ioduro de 
propidio (50 μg/ml; Sigma-Aldrich) a los tubos correspondientes y se incubaron 
durante 5 minutos en oscuridad antes de analizar las muestras por citometría de flujo 
(Accuri C6, BD). Para el análisis de ciclo celular, se centrifugaron las células para 
eliminar el PBS 1X (5 minutos, 1200 rpm) y se fijaron con etanol frío al 70% durante 
toda la noche. Pasado este tiempo, se centrifugaron de nuevo para eliminar los restos 
de etanol (5 minutos, 1200 rpm) y se incubaron durante 1 hora con ioduro de propidio 
y ARNasa (ambos a 50 μg/ml; Sigma-Aldrich) en oscuridad y agitación, para, 
finalmente, estudiar los cambios en el perfil de ciclo celular por citometría de flujo 
(Accuri C6, BD). 
 
 
5.1 Inducción de daño génico 
Para inducir daño en el ADN, se emplearon diferentes dosis (0,5-1-3 Gy) de radiación 
ionizante usando el irradiador Gammacell 1000 Elite con fuente de 
137
Cs, que emite 
radiación gamma de E=662 KeV, y distintas concentraciones de olaparib (2,5-5-10 
µM; LC Laboratories), un agente quimioterapéutico ampliamente utilizado en clínica.  
4. VIABILIDAD Y CICLO CELULAR  
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5.2 Inhibición de proteínas 
En este trabajo se utilizó el inhibidor KU55933 frente a la quinasa ATM (1 µM; Tocris 
Bioscience), con el fin de mimetizar su ausencia en el cultivo celular. 
También se emplearon inhibidores dirigidos frente a modificadores de histonas 
específicos, que aparecen detallados en la tabla 5: 
Inhibidor Diana 
Condiciones de 




Entinostat (MS-275)  
Familias de 
HDACs 1 y 3 
5 µM; 24 h Selleckchem 
SAHA (suberoylanilide 










5 µM; 24 h Selleckchem 
MG149 (análogo del 
ácido anacárdico)  
Familia MYST 
(Tip60 y MOZ) 
de HATs 
1 µM; 24 h Axon Medchem 












Tabla 5: Inhibidores de los distintos modificadores de histonas utilizados, señalando las dianas 
para las que fueron diseñados y las formas de uso de cada uno de ellos. 
5.3 Sincronización celular 
Antes de estudiar las variaciones del ciclo celular por citometría de flujo, y con el fin de 
obtener resultados más reproducibles, las células se trataron con nocodazol (100 
ng/ml = 0,33 µM; Sigma-Aldrich) durante toda la noche. Este compuesto sintético se 
une a los dímeros de tubulina libres e impide la polimerización de los microtúbulos 
(222). De esta forma, las células quedan bloqueadas en la fase G2/M del ciclo celular 
hasta que este compuesto se elimina del medio de cultivo. 








































































IgG, DyLight 680 
(rojo) 

















IgG unido a Cy3 
(rojo) 




rabbit IgG (IF) 
Cabra-anti-
conejo IgG unido 
a Cy2 (verde) 
-; 1/1000 111-225-144 
Jackson 
ImmunoResearch 



















































9759 Cell Signaling 
 
Tabla 6: Lista de anticuerpos primarios y secundarios empleados con su correpondiente dilución 


























1.1 El olaparib sensibiliza a las células tumorales al daño 
génico inducido por la radiación ionizante 
El uso de radiación ionizante (IR) en el tratamiento contra el cáncer se basa en la 
generación de especies reactivas de oxígeno (ROS) que causan roturas de cadena 
sencilla (SSBs) y de doble cadena (DSBs) en el ADN debido a su efecto oxidante (59). 
Dado que la mayor parte de estas lesiones son de cadena sencilla y que su principal 
mecanismo de reparación es la escisión de bases (BER), la inhibición de PARP, una 
enzima clave en este mecanismo de respuesta a estrés oxidativo, sensibiliza a las 
células tumorales a la radiación ionizante, ya que transforma esas SSBs en DSBs e 
incrementa significativamente su efecto nocivo sobre el tumor (125, 126). Para 
verificar estos resultados, utilizamos diferentes dosis de olaparib, un inhibidor de 
PARP ampliamente utilizado en quimioterapia, y de IR, por separado y en 
combinación, sobre dos tipos celulares tumorales con distinto fondo genético, MDA-
MB-231 (carcinoma de mama triple negativo) y A549 (adenocarcinoma de pulmón, 
TP53 +/+), y estudiamos dos marcadores de la DDR que forman focos de reparación, 
γH2AX, de respuesta temprana, y 53BP1, esencial en la reparación de roturas de 
doble cadena mediada por unión de extremos no homólogos (NHEJ). Como se puede 
ver en la figura 12.A, el tratamiento por separado con olaparib (2,5-5-10 µM) o IR (0,5-
1-3 Gy) mostró un aumento dosis-dependiente del número de focos de ambos 
marcadores en la línea MDA-MB-231. Además, observamos que la combinación de 
dosis más bajas de olaparib e IR causaban el mismo efecto, en cuanto a número de 
focos se refiere, que las dosis más altas de cada uno de ellos por separado (Figura 
12.B). Tras cuantificar el número de focos de γH2AX y 53BP1, vimos que la 
combinación más efectiva que permitía alcanzar los mismos niveles de daño que la 
dosis más alta de radiación (3 Gy) era la de 5 µM de olaparib y 1 Gy de IR (Figura 
12.C y D). Al realizar estos mismos experimentos en la otra línea celular, A549, 
obtuvimos resultados similares, ya que el número de focos de los dos marcadores 
utilizados no variaba significativamente entre la combinación de olaparib (5 µM) e IR 
(1 Gy) y la dosis más alta de radiación (Figura 13). 
1. PAPEL DE VRK1 EN LA RESPUESTA AL DAÑO 
EN EL ADN CAUSADO POR LA COMBINACIÓN 




















































































































































































Figura 12: Efecto del olaparib, la IR y su combinación sobre la formación de focos de 
γH2AX y 53BP1 en la línea celular MDA-MB-231. Estas células se trataron con dosis 
crecientes de olaparib (2,5-5-10 µM, 24 horas) y/o de irradiación (0,5-1-3 Gy). Tras 30 minutos 
post-IR, se fijaron y se analizó la formación de focos de γH2AX y 53BP1 mediante microscopía 
confocal. A. Efecto de distintas dosis de olaparib e IR, por separado, sobre la formación de focos 
de γH2AX y 53BP1. B. Efecto de la combinación de olaparib e IR sobre el ensamblaje de focos 
de γH2AX y 53BP1. C. Cuantificación del número de focos de γH2AX en respuesta a los 
tratamientos con olaparib, IR o su combinación. D. Cuantificación del número de focos de 53BP1 
tras inducir daño génico con olaparib, IR o su combinación. La significación estadística de las 


















































































Figura 13: Efecto del olaparib, la IR y su combinación sobre la formación de focos de 
γH2AX y 53BP1 en la línea celular A549 (TP53 +/+). Tras el tratamiento con dosis crecientes 
de olaparib (2,5-5-10 µM, 24 horas) y/o de irradiación (0,5-1-3 Gy), se fijaron las células (30 
minutos después de irradiarlas) y se evaluó la formación de focos de γH2AX y 53BP1 mediante 
microscopía confocal. A. Efecto de distintas dosis de olaparib e IR, por separado, sobre la 
formación de focos de γH2AX y 53BP1. B. Cuantificación del número de focos de γH2AX en 
respuesta a los tratamientos con olaparib, IR o su combinación. C. Efecto de la combinación de 
olaparib e IR sobre el ensamblaje de focos de γH2AX y 53BP1. D. Cuantificación del número de 
focos de 53BP1 tras inducir daño génico con olaparib, IR o su combinación. La significación 
estadística de las figuras B y D se calculó con el test de comparación múltiple de Dunn’s. ns: no 
significativo; ***, p<0,001. 
1.2 El olaparib sensibiliza a las líneas celulares tumorales que 
carecen de TP53 al tratamiento con radiación ionizante  
El factor de transcripción p53, codificado por el gen TP53, está implicado en multitud 
de respuestas a estrés celular, incluido el daño en el ADN, y promueve la parada del 
ciclo celular o, en su defecto, la apoptosis, mediante una compleja ruta de 
señalización (223). Para evaluar si el efecto del olaparib sobre la sensibilización de las 
células tumorales a la radiación ionizante estaba mediado por una respuesta celular 
dependiente de p53, tratamos la línea de cáncer de pulmón H1299 (TP53 -/-) con 
distintas dosis de olaparib y radiación ionizante, tanto por separado como en 
combinación, y analizamos la respuesta al daño en el ADN a través de la formación 
de focos de γH2AX y 53BP1. Al igual que ocurría con las otras dos líneas tumorales 
(MDA-MB-231 y A549, figuras 12 y 13, respectivamente), el número de focos de 







































































































difería significativamente del obtenido con la dosis más alta de IR (3Gy) (Figura 14). 
Por tanto, a la vista de estos resultados, podemos decir que la combinación de dosis 
más bajas de radiación ionizante y olaparib generan la misma cantidad de lesiones en 
el ADN, cuantificadas a través del número de focos de reparación observados, que las 
dosis más altas de IR. Además, la respuesta celular al daño génico causado por el 
















































































































































































Figura 14: Efecto del olaparib, la IR y su combinación sobre la formación de focos de 
γH2AX y 53BP1 en la línea celular H1299 (TP53 -/-). Estas células se trataron con dosis 
crecientes de olaparib (2,5-5-10 µM, 24 horas) y/o de irradiación (0,5-1-3 Gy). Tras 30 minutos 
post-IR, se fijaron y se analizó la formación de focos de γH2AX y 53BP1 mediante microscopía 
confocal. A. Efecto de distintas dosis de olaparib e IR, por separado, sobre la formación de focos 
de γH2AX y 53BP1. B. Efecto de la combinación de olaparib e IR sobre el ensamblaje de focos 
de γH2AX y 53BP1. C. Cuantificación del número de focos de γH2AX en respuesta a los 
tratamientos con olaparib, IR o su combinación. D. Cuantificación del número de focos de 53BP1 
tras inducir daño génico con olaparib, IR o su combinación. La significación estadística de las 
figuras C y D se calculó con el test de comparación múltiple de Dunn’s. ns: no significativo; *, 
p<0,05; ***, p<0,001. 
1.3 El silenciamiento de VRK1 afecta significativamente a la 
respuesta al daño en el ADN inducida por olaparib e IR, y 
es independiente de p53 
Como se ha mencionado en la introducción, VRK1 es una quinasa de la cromatina 
que actúa a distintos niveles de la respuesta al daño en el ADN (85, 86, 101, 180). 
Tras demostrar el efecto sinérgico del olaparib y la radiación ionizante sobre la 
formación de focos de γH2AX y 53BP1 en distintas líneas celulares, quisimos 
determinar si la formación de estos focos de reparación se veía afectada en ausencia 
de VRK1. Con este objetivo, silenciamos la expresión génica de VRK1 en la línea 
A549 utilizando un ARN de interferencia (ARNi) específico frente a esta quinasa 
(siVRK1-02), durante 72 horas, y comparamos su efecto con una población control, 
transfectada con un ARNi sin diana específica (siCtrl). Tras 48 horas de 
silenciamiento, tratamos las células correspondientes con olaparib (5-10 µM) durante 
24 horas y, pasado este tiempo, las irradiamos (1-3 Gy). Además, incluimos la 
combinación de olaparib (5 µM, 24 horas) e IR (1 Gy) que permitía reducir las dosis de 
ambos tratamientos. Treinta minutos después de irradiar las células, las fijamos y 
analizamos la respuesta al daño génico utilizando los mismos marcadores que en los 
apartados anteriores, los focos de γH2AX y 53BP1. En la línea celular A549, se 
observó una disminución significativa del número de focos de ambas proteínas tras el 
silenciamiento de VRK1, tanto en los tratamientos individuales con distintas dosis de 
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Figura 15: El silenciamiento de VRK1 interfiere en la formación de focos de γH2AX y 
53BP1 tras la inducción de daño génico con olaparib y/o IR en la línea celular A549 (TP53 
+/+). Se transfectaron estas células con dos ARNi (siCtrl y siVRK1-02) y, 48 horas después, se 
trataron con olaparib (5-10 µM). Tras 72 horas de silenciamiento y 24 de incubación con olaparib, 
se irradiaron las células correspondientes (1-3 Gy) y, pasados 30 minutos, se evaluó la 
formación de focos de γH2AX y 53BP1 mediante microscopía confocal. A. Efecto del 
silenciamiento de VRK1 sobre la formación de focos de γH2AX tras el tratamiento con olaparib, 
IR y su combinación. B. Cuantificación del número de focos de γH2AX en respuesta a los 
tratamientos con olaparib, IR o su combinación, tanto en presencia como en ausencia de VRK1. 
La significación estadística se calculó con el test de comparación múltiple de Dunn’s. C. Efecto 
del silenciamiento de VRK1 sobre la formación de focos de 53BP1 tras el tratamiento con 
olaparib, IR y su combinación. D. Cuantificación del número de focos de 53BP1 tras inducir daño 
génico con olaparib, IR o su combinación. La significación estadística se calculó con el test de 
comparación múltiple de Dunn’s. E. Comprobación del silenciamiento de VRK1 mediante western 
blot. siCtrl: siC; siVRK1-02: siV. ns: no significativo; *, p<0,05; **, p<0,01; ***, p<0,001. 
Para comprobar que el efecto del silenciamiento de VRK1 no dependía de p53, 
repetimos el mismo experimento, pero, en este caso, utilizando la línea celular H1299 
(TP53 -/-). Los resultados obtenidos fueron muy similares a los de la línea A549 
(Figura15), ya que el silenciamiento de esta quinasa también condujo a una reducción 
significativa de los focos de γH2AX y 53BP1 tras el tratamiento con olaparib, IR o su 
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Figura 16: El silenciamiento de VRK1 interfiere en la formación de focos de γH2AX y 
53BP1 tras la inducción de daño génico con olaparib y/o IR en la línea celular H1299 (TP53 
-/-). Se silenció la expresión génica de VRK1 durante 72 horas y las células que se trataron con 
olaparib (5-10 µM) se incubaron 24 horas con el fármaco. Pasadas las 72 horas de 
silenciamiento, se irradiaron las células correspondientes (1-3 Gy) y, 30 minutos después, se 
analizó la formación de focos de γH2AX y 53BP1 mediante microscopía confocal. A. Efecto del 
silenciamiento de VRK1 sobre la formación de focos de γH2AX tras el tratamiento con olaparib, 
IR y su combinación. B. Cuantificación del número de focos de γH2AX en respuesta a los 
tratamientos con olaparib, IR o su combinación, tanto en presencia como en ausencia de VRK1. 
La significación estadística se calculó con el test de comparación múltiple de Dunn’s. C. Efecto 
del silenciamiento de VRK1 sobre la formación de focos de 53BP1 tras el tratamiento con 
olaparib, IR y su combinación. D. Cuantificación del número de focos de 53BP1 tras inducir daño 
génico con olaparib, IR o su combinación. La significación estadística se calculó con el test de 
comparación múltiple de Dunn’s. E. Análisis de los niveles proteicos de VRK1 tras el 
silenciamiento génico. siCtrl: siC; siVRK1-02: siV. ns: no significativo; *, p<0,05; **, p<0,01; ***, 
p<0,001. 
1.4 La ausencia de suero en el medio de cultivo ralentiza la 
tasa de crecimiento de las células tumorales 
Todos los experimentos realizados hasta ahora se llevaron a cabo con células 
tumorales crecidas en medio de cultivo suplementado con suero al 10%. Sin embargo, 
nos preguntamos cómo se comportarían estas líneas celulares tumorales ante la 
ausencia de factores mitogénicos en el medio. Con este fin, realizamos curvas de 
crecimiento en células A549 o H1299 crecidas en presencia de suero al 10% o al 
0,5% (condiciones en las que estas células únicamente reciben señales de 
supervivencia procedentes del suero). Tras analizar los datos obtenidos, vimos que el 
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menor después de incubarlas durante al menos 48 horas con medio sin suero (0,5%) 
con respecto a las células control (10% FBS). 
 
Figura 17: El crecimiento de las células tumorales A549 y H1299 se ralentiza al retirar el 
suero del medio de cultivo. Se sembró el mismo número de células en dos placas iguales para 
cada línea y cada tiempo, y, 24 horas después, se sustituyó el medio completo (10% FBS) por 
medio con suero al 0,5%. Posteriormente, se cuantificaron las células cada 24 horas (24-48-72 
horas) utilizando la cámara de Nuebauer. A. Curvas de crecimiento de las células A549 en 
presencia o ausencia de suero (0,5%). B. Curvas de crecimiento de la línea celular H1299 con o 
sin suero (0,5%). El análisis estadístico se realizó a partir de los datos de tres experimentos 
independientes para cada línea celular utilizando la t de Student. *, p<0,05; **, p<0,01. 
El interés de estos datos radica en que el daño génico, independientemente de su 
origen, no es exclusivo de células en proliferación, sino que también afecta a todas 
aquellas que no se están dividiendo, como es el caso de las neuronas o de las células 
madre tumorales. Por esta razón, y en base a los resultados obtenidos, los siguientes 
experimentos se llevaron a cabo tras el crecimiento de las células correspondientes 
con medio al 0,5% de suero durante 48 horas.  
1.5 El silenciamiento de VRK1 interfiere en la acetilación de la 
histona H4 en la lisina 16 inducida por olaparib e IR 
Tras la inducción del daño génico, la cromatina se relaja localmente en las regiones 
donde se ha producido la lesión y se activa la respuesta apropiada en función del tipo 
de daño (224). Este proceso depende de la acetilación de histonas, necesaria para el 
reclutamiento de la maquinaria de reparación, y se puede monitorizar utilizando la 
acetilación de la histona H4 en la lisina 16 (225). Además, se sabe que la pérdida de 
esta acetilación se asocia con defectos en la reparación del ADN (226). Por todo esto, 









































































olaparib, IR o su combinación, tanto en presencia como en ausencia de VRK1, en las 
líneas A549 (Figura 18) y H1299 (Figura 19). Tras analizar la acetilación de la H4K16 
en los dos tipos celulares mencionados anteriormente, observamos que los niveles de 
la H4K16ac aumentaban significativamente tras la inducción de daño génico, 
alcanzando su nivel más alto con 10 µM de olaparib, 3 Gy de IR y la combinación de 5 
µM de olaparib con 1 Gy de IR en presencia de VRK1. Por el contrario, el 
silenciamiento de esta quinasa redujo considerablemente la acetilación de la H4K16 
en ambas líneas. Estos datos demostraron que los cambios en la acetilación de esta 
histona debidos a la ausencia de VRK1 no dependen de respuestas mediadas por p53 
y sugieren que esta quinasa podría tener un papel relevante en la regulación de las 

































































































Figura 18: La ausencia de VRK1 reduce significativamente la acetilación de la H4K16 tras 
el tratamiento con olaparib, IR o su combinación en células A549 (TP53 +/+). Se 
transfectaron estas células con 2 ARNi (siCtrl y siVRK1-02, 72 horas), se retiró el suero del 
medio de cultivo 24 horas después (48 horas, 0,5% FBS), se trataron las células 
correspondientes con olaparib (5-10 µM) y/o se irradiaron (1-3 Gy) pasadas 24 horas. A 
continuación (30 minutos post-IR), se evaluaron los cambios en la H4K16ac mediante 
microscopía confocal. A. Izda. Variaciones en la acetilación de la H4K16 en respuesta al 
tratamiento con olaparib, IR o su combinación. A. Dcha. Efecto del silenciamiento de VRK1 
sobre los niveles de la H4K16ac tras la inducción de daño génico con olaparib, IR y su 
combinación. B. Cuantificación de la acetilación de la H4K16 asociada a los tratamientos con 
olaparib e IR, por separado o en combinación, en presencia o ausencia de VRK1. La 
significación estadística se calculó con el test de comparación múltiple de Dunn’s. C. 
Comprobación del silenciamiento de VRK1 por western blot. siCtrl: siC; siVRK1-02: siV. ns: no 
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Figura 19: El silenciamiento de VRK1 conlleva una disminución altamente significativa de 
la acetilación de la H4K16 tras el tratamiento con olaparib e IR por separado, o en 
combinación, en la línea celular H1299 (TP53 -/-). Se silenció la expresión génica de VRK1 
durante 72 horas y se retiró el suero del medio de cultivo 24 horas después (48 horas, 0,5% 
FBS). A continuación, las células que se trataron con olaparib (5-10 µM) se incubaron 24 horas 
con el fármaco. Pasadas las 72 horas de silenciamiento, las 48 sin suero y las 24 con olaparib, 
se irradiaron las células correspondientes (1-3 Gy) y, 30 minutos después, se analizaron los 
cambios en la H4K16ac mediante microscopía confocal. A. Izda. Variaciones en la acetilación de 
la H4K16 en respuesta al tratamiento con olaparib, IR o su combinación. A. Dcha. Efecto del 
silenciamiento de VRK1 sobre los niveles de la H4K16ac tras la inducción de daño génico con 
olaparib, IR y su combinación. B. Cuantificación de los cambios en la H4K16ac asociados a los 
tratamientos con olaparib e IR, por separado o en combinación, en presencia o ausencia de 
VRK1. La significación estadística se calculó con el test ANOVA y la corrección de Bonferroni. C. 
Análisis de los niveles proteicos de VRK1 tras el silenciamiento génico. siCtrl: siC; siVRK1-02: 
siV. **, p<0,01; ***, p<0,001. 
1.6 La respuesta al daño en el ADN causada por olaparib, IR o 
su combinación mediada por NBS1 se ve afectada en 
ausencia de VRK1 
El complejo MRN juega un papel esencial durante las primeras etapas de la respuesta 
al daño génico, tanto en la protección de los extremos generados tras la rotura como 
en el reclutamiento de proteínas implicadas en la reparación (81, 82). Uno de sus 
componentes, NBS1, se fosforila y se activa rápidamente tras la inducción de daño en 
el ADN y dicha fosforilación depende, entre otras quinasas, de VRK1 (86). Por esta 
razón, quisimos saber si el silenciamiento de esta quinasa alteraba el reclutamiento de 
NBS1 a las zonas dañadas en respuesta a olaparib, IR o su combinación. Cuando 
tratamos la línea celular A549 con olaparib, IR o ambos, vimos un incremento 
considerable del número de focos de NBS1 en respuesta a las dosis más altas de 
olaparib (10 µM), IR (3 Gy) y la combinación de ambos (5 µM de olaparib + 1 Gy de 
IR), con respecto a las células control. Sin embargo, el silenciamiento génico de la 
quinasa VRK1 impedía la acumulación de NBS1 en las zonas del ADN dañadas 
(Figura 20), poniendo de manifiesto que esta quinasa participa activamente en la 
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Figura 20: El silenciamiento de VRK1 reduce significativamente la acumulación de NBS1 
en las zonas dañadas tras el tratamiento con olaparib, IR o su combinación en células 
A549 (TP53 +/+). Se transfectaron estas células con 2 ARNi (siCtrl y siVRK1-02, 72 horas), se 
retiró el suero del medio de cultivo 24 horas después (48 horas, 0,5% FBS), se trataron las 
células correspondientes con olaparib (5-10 µM) y/o se irradiaron (1-3 Gy) pasadas 24 horas. A 
continuación (30 minutos post-IR), se evaluó la formación de focos de NBS1 mediante 
microscopía confocal. A. Izda. Variaciones en los niveles de NBS1 en respuesta al tratamiento 
con olaparib, IR o su combinación. A. Dcha. Efecto del silenciamiento de VRK1 sobre los focos 
de NBS1 tras la inducción de daño génico con olaparib, IR y su combinación. B. Cuantificación 
de los focos de NBS1, medidos a través de su fluorescencia, asociados a los tratamientos con 
olaparib e IR, por separado o en combinación, en presencia o ausencia de VRK1. La 
significación estadística se calculó con el test de comparación múltiple de Dunn’s. C. 
Comprobación del silenciamiento de VRK1 por western blot. siCtrl: siC; siVRK1-02: siV. ns: no 
significativo; **, p<0,01; ***, p<0,001. 
También quisimos analizar si este efecto era independiente de ATM, dado que esta 
quinasa también fosforila a NBS1 en respuesta al daño génico (87). Con este fin, 
tratamos las células HT144 (ATM -/-) con olaparib e IR, por separado, o con su 
combinación, y evaluamos su capacidad para formar focos de reparación de NBS1. 
En respuesta a olaparib (5-10 µM), IR (1-3 Gy), o la combinación de ambos 
tratamientos (5 µM de olaparib + 1 Gy de IR), observamos que se formaban focos de 
NBS1 en las regiones del ADN dañadas en ausencia de ATM. Por el contrario, el 
silenciamiento de  VRK1 redujo significativamente la formación de estos focos (Figura 
21), demostrando que esta quinasa responde al daño en el ADN de manera 
independiente a ATM. Además, realizamos un experimento similar en la línea H1299 
(TP53 -/-) y comprobamos que la ausencia de VRK1 en estas células carentes de p53 
también se traducía en una reducción clara de la acumulación de NBS1 en las zonas 
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Figura 21: El efecto del silenciamiento de VRK1 sobre la formación de focos de NBS1 tras 
el tratamiento con olaparib, IR o su combinación no depende de ATM. Tras silenciar la 
expresión génica de VRK1 (72 horas) y retirar el suero del medio de cultivo (48 horas, 0,5% FBS) 
de las células HT144 (ATM -/-), se trataron las células correspondientes con olaparib (5-10 µM) 
y/o se irradiaron (1-3 Gy) 24 horas después. Pasados 30 minutos, se analizó la formación de 
focos de NBS1 mediante microscopía confocal. A. Izda. Variaciones en los niveles de NBS1 en 
respuesta al tratamiento con olaparib, IR o su combinación. A. Dcha. Efecto del silenciamiento 
de VRK1 sobre los focos de NBS1 tras la inducción de daño génico con olaparib, IR y su 
combinación. B. Cuantificación de los focos de NBS1, medidos a través de su fluorescencia, 
asociados a los tratamientos con olaparib, IR o su combinación, en presencia o ausencia de 
VRK1. La significación estadística se calculó con el test de comparación múltiple de Dunn’s. C. 
Análisis de los niveles proteicos de VRK1 tras el silenciamiento génico. siCtrl: siC; siVRK1-02: 

































































































Figura 22: La ausencia de VRK1 impide la formación de focos de NBS1 tras el tratamiento 
con olaparib, IR o su combinación en células H1299 (TP53 -/-). Se transfectaron estas células 
con 2 ARNi (siCtrl y siVRK1-02, 72 horas), se retiró el suero del medio de cultivo 24 horas 
después (48 horas, 0,5% FBS), se trataron las células correspondientes con olaparib (5-10 µM) 
y/o se irradiaron (1-3 Gy) pasadas 24 horas. A continuación (30 minutos post-IR), se evaluó la 
formación de focos de NBS1 mediante microscopía confocal. A. Izda. Variaciones en los niveles 
de NBS1 en respuesta al tratamiento con olaparib, IR o su combinación. A. Dcha. Efecto del 
silenciamiento de VRK1 sobre los focos de NBS1 tras la inducción de daño génico con olaparib, 
IR y su combinación. B. Cuantificación de los focos de NBS1, medidos a través de su 
fluorescencia, asociados a los tratamientos con olaparib e IR, por separado o en combinación, en 
presencia o ausencia de VRK1. La significación estadística se calculó con el test de comparación 
múltiple de Dunn’s. C. Comprobación del silenciamiento de VRK1 por western blot. siCtrl: siC; 
siVRK1-02: siV. ns: no significativo; **, p<0,01; ***, p<0,001. 
1.7 El silenciamiento de VRK1 interfiere en la respuesta al 
daño en el ADN inducida por el tratamiento con olaparib, 
IR o su combinación en células en reposo 
Como se ha mencionado anteriormente, la respuesta al daño en el ADN implica la 
reorganización local de la cromatina. La radiación ionizante es una fuente conocida de 
estrés oxidativo que causa daño en el ADN y el olaparib, al ser un inhibidor de PARP, 
interfiere en la reparación de este tipo de daño. Por tanto, el daño oxidativo provocado 
por la combinación de ambos tratamientos conlleva la relajación local de la cromatina 
y la acumulación de factores de reparación en las zonas donde se ha producido la 
lesión, un proceso mediado por multitud de proteínas entre las que se encuentra la 
quinasa humana VRK1 (185). En el caso de que este tipo de roturas en el ADN se 
produzca en células en reposo (fases G0/G1 del ciclo celular), VRK1 promueve la 
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180), ya que las DSBs generadas sólo se pueden reparar por unión de extremos no 
homólogos (NHEJ). Hasta ahora, hemos demostrado que la ausencia de VRK1 afecta 
a la acetilación de la cromatina asociada a su relajación y a la respuesta mediada por 
NBS1 en células que no se están dividiendo, lo que nos llevó a preguntarnos si 
también alteraba el resto de etapas relacionadas con la reparación del daño generado 
por olaparib, IR o su combinación. Para validar esta hipótesis, silenciamos la 
expresión génica de VRK1 y retiramos los factores mitogénicos presentes en el suero 
del medio de cultivo en la línea celular A549 antes de inducir daño oxidativo con 
olaparib, IR o su combinación. Hecho esto, analizamos la formación de focos de 
γH2AX y 53BP1. Como se puede ver en la figura 23, la formación de estos focos 
asociada al tratamiento con olaparib e IR por separado, o a su uso combinado, se 




































































































































































































































































Figura 23: La ausencia de VRK1 altera la formación de focos de γH2AX y 53BP1 en 
respuesta al tratamiento con olaparib, IR o su combinación en células A549 sin suero 
(0,5%). Se silenció la expresión génica de VRK1 durante 72 horas y se retiró el suero del medio 
de cultivo 24 horas después (48 horas). A continuación, las células que se trataron con olaparib 
(5-10 µM) se incubaron 24 horas con el fármaco. Pasadas las 72 horas de silenciamiento, las 48 
sin suero y las 24 con olaparib, se irradiaron las células correspondientes (1-3 Gy) y, 30 minutos 
después, se analizó la formación de focos de γH2AX y 53BP1 mediante microscopía confocal. A. 
Efecto del silenciamiento de VRK1 sobre la formación de focos de γH2AX tras la inducción de 
daño génico con olaparib, IR o su combinación. B. Cuantificación del número de focos de γH2AX 
en respuesta al daño génico provocado por el tratamiento con olaparib y/o IR en presencia o 
ausencia de VRK1. La significación estadística se calculó con el test de comparación múltiple de 
Dunn’s. C. Efecto del silenciamiento de VRK1 sobre la formación de focos de 53BP1 tras la 
inducción de daño génico con olaparib, IR o su combinación. D. Cuantificación del número de 
focos de 53BP1 en respuesta al daño génico provocado por el tratamiento con olaparib y/o IR en 
presencia o ausencia de VRK1. La significación estadística se calculó con el test de comparación 
múltiple de Dunn’s. E. Análisis de los niveles proteicos de VRK1 tras el silenciamiento génico. 
siCtrl: siC; siVRK1-02: siV. ns: no significativo; **, p<0,01; ***, p<0,001. 
1.8 El efecto del silenciamiento de VRK1 sobre la respuesta al 
daño génico inducido por olaparib y/o IR es independiente 
de p53 y ATM en células sin suero (0,5%) 
VRK1 es un regulador conocido de p53 en respuesta al daño en el ADN. La 
fosforilación de la treonina 18 de p53 mediada por esta quinasa tras la inducción de 
daño génico impide su degradación y favorece su acumulación en la célula (147). Por 
esta razón, quisimos determinar si la respuesta al daño mediada por VRK1 era 
dependiente de p53. Con este objetivo, analizamos el número de focos de γH2AX y 
53BP1 tras el silenciamiento de VRK1, la retirada del suero del medio de cultivo y el 
tratamiento con olaparib y/o IR en la línea celular H1299 (TP53 -/-) y vimos que se 
reducía notablemente (Figura 24), lo que nos indica que la ausencia de VRK1 
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Figura 24: El silenciamiento de VRK1 interfiere en la formación de focos de γH2AX y 
53BP1 en respuesta al tratamiento con olaparib, IR o su combinación en células en reposo 
carentes de p53 (H1299). Se transfectaron estas células con 2 ARNi (siCtrl y siVRK1-02, 72 
horas), se retiró el suero del medio de cultivo 24 horas después (48 horas, 0,5% FBS), se 
trataron las células correspondientes con olaparib (5-10 µM) y/o se irradiaron (1-3 Gy) pasadas 
24 horas. A continuación (30 minutos post-IR), se evaluó la formación de focos de γH2AX y 
53BP1 mediante microscopía confocal. A. Efecto del silenciamiento de VRK1 sobre la formación 
de focos de γH2AX en respuesta a olaparib, IR o su combinación. B. Cuantificación del número 
de focos de γH2AX tanto en presencia como en ausencia de VRK1 tras el tratamiento con 
olaparib e IR, por separado, o con su combinación. La significación estadística se calculó con el 
test de comparación múltiple de Dunn’s. C. Efecto del silenciamiento de VRK1 sobre la formación 
de focos de 53BP1 tras la inducción de daño génico con olaparib y/o IR. D. Cuantificación del 
número de focos de 53BP1 en respuesta al daño génico provocado por el tratamiento con 
olaparib y/o IR en presencia o ausencia de VRK1. La significación estadística se calculó con el 
test de comparación múltiple de Dunn’s. E. Comprobación del silenciamiento de VRK1 por 
western blot. siCtrl: siC; siVRK1-02: siV. ns: no significativo; *, p<0,05; **, p<0,01; ***, p<0,001. 
A su vez, nos preguntamos qué efecto tendría el silenciamiento de VRK1 sobre la 
formación de focos de γH2AX y 53BP1 en células carentes de ATM (HT144), otra de 
las quinasas celulares que fosforila a la histona H2AX y a 53BP1 como consecuencia 
de la inducción de daño génico (68, 94, 102). Para responder a esta cuestión, 
silenciamos la expresión génica de VRK1, retiramos los factores mitogénicos 
presentes en el suero del medio de cultivo y tratamos las células con olaparib y/o IR, 
evaluando posteriormente la respuesta al daño a través de la formación de focos de 
γH2AX y 53BP1, como en el caso anterior. Los resultados obtenidos fueron muy 
similares a los mostrados previamente en las líneas A549 y H1299 (Figuras 23 y 24, 
respectivamente), ya que la ausencia de VRK1 se tradujo también en estas células en 
una reducción significativa de los focos de reparación de γH2AX y 53BP1 (Figura 25), 
poniendo de manifiesto que la respuesta al daño en el ADN mediada por VRK1 es 





































































































































































































































































Figura 25: El efecto del silenciamiento de VRK1 sobre la formación de focos de γH2AX y 
53BP1 en respuesta al tratamiento con olaparib, IR o su combinación es independiente de 
ATM en células sin suero (0,5%). Tras silenciar la expresión génica de VRK1 (72 horas) y 
retirar el suero del medio de cultivo (48 horas) de la línea celular HT144 (ATM -/-), se trataron las 
células correspondientes con olaparib (5-10 µM) y/o se irradiaron (1-3 Gy) 24 horas después. 
Pasados 30 minutos, se analizó la formación de focos de γH2AX y 53BP1. A. Efecto del 
silenciamiento de VRK1 sobre la formación de focos de γH2AX en respuesta a olaparib, IR o su 
combinación. B. Cuantificación del número de focos de γH2AX tanto en presencia como en 
ausencia de VRK1 tras el tratamiento con olaparib y/o IR. La significación estadística se calculó 
con el test de comparación múltiple de Dunn’s. C. Efecto del silenciamiento de VRK1 sobre la 
formación de focos de 53BP1 tras la inducción de daño génico con olaparib, IR o su 
combinación. D. Cuantificación del número de focos de 53BP1 tras el tratamiento con olaparib 
y/o IR en presencia o ausencia de VRK1. La significación estadística se calculó con el test de 
comparación múltiple de Dunn’s. E. Análisis de los niveles proteicos de VRK1 tras el 
silenciamiento génico. siCtrl: siC; siVRK1-02: siV. ns: no significativo; **, p<0,01; ***, p<0,001. 
1.9 La inhibición de ATM mimetiza el efecto del silenciamiento 
de VRK1 sobre la formación de focos de γH2AX y 53BP1 
en respuesta a olaparib 
Estudios anteriores demostraron que VRK1 precede a la quinasa ATM en la respuesta 
al daño génico (85, 86, 101). En base a estos datos, el siguiente objetivo que nos 
planteamos fue determinar si la inhibición de ATM tenía el mismo efecto que el 
silenciamiento de VRK1 sobre la formación de focos de γH2AX y 53BP1. Para llevarlo 
a cabo, preincubamos las células A549 con KU55933, un inhibidor comercial de ATM, 
durante 3 horas antes de añadir el olaparib (24 horas), y, a continuación, analizamos 
la formación de focos de γH2AX y 53BP1. Como cabía esperar, tanto la inhibición de 
ATM como el silenciamiento de VRK1 alteraban la respuesta al daño en el ADN, ya 
que el número de focos de γH2AX y 53BP1 disminuyó considerablemente en ambos 











































































































































































Figura 26: La inhibición de ATM mimetiza el efecto del silenciamiento de VRK1 sobre la 
formación de focos de γH2AX y 53BP1. Se transfectaron estas células con 2 ARNi (siCtrl y 
siVRK1-02, 72 horas) y se retiró el suero del medio de cultivo 24 horas después (48 horas, 0,5% 
FBS). Tres horas antes de tratar las células correspondientes con olaparib (10 µM, 24 horas), se 
preincubaron con 1 µM de KU55933. Posteriormente, se evaluó la formación de focos de γH2AX 
y 53BP1 asociados al tratamiento con olaparib en ausencia de VRK1 y/o tras la inhibición de 
ATM mediante microscopía confocal. A. Formación de focos de γH2AX en respuesta a olaparib 
tras la inhibición de ATM y/o el silenciamiento de VRK1. B. Formación de focos de 53BP1 en 
respuesta al tratamiento con olaparib tras la inhibición de ATM y el silenciamiento de VRK1. C. 
Cuantificación del número de focos de γH2AX y 53BP1 inducidos por olaparib en presencia o 
ausencia de VRK1 y/o tras inhibir a la quinasa ATM. La significación estadística se calculó con el 
test de comparación múltiple de Dunn’s. D. Comprobación del silenciamiento de VRK1 por 
western blot. siCtrl: siC; siVRK1-02: siV. ns: no significativo; **, p<0,01; ***, p<0,001. 
1.10 El silenciamiento de VRK1, pero no la inhibición de ATM, 
interfiere en la acetilación de la H4K16 asociada al 
tratamiento con olaparib 
La respuesta al daño génico inducido por olaparib implica la relajación local de la 
cromatina y se asocia a la acetilación de histonas como la H4K16ac. Anteriormente 
habíamos demostrado que esta acetilación es susceptible al silenciamiento de VRK1 
asociada al daño génico, por lo que quisimos determinar si dependía o no de ATM. 













































































acetilación de la H4K16 en el contexto de células que carecen de ATM (HT144); el 
segundo, caracterizar los cambios en dicha acetilación en una línea ATM +/+ (A549) 
en la que se inhibió específicamente esta quinasa con KU55933. En el caso de las 
células HT144 (ATM -/-) (Figura 27), la acetilación de la H4K16 aumentó 
sustancialmente en respuesta al tratamiento con olaparib, pero se vio afectado de 
manera significativa al silenciar la quinasa VRK1. Por su parte, las células A549 
tratadas con el inhibidor de ATM no experimentaron ningún cambio en los niveles de 
acetilación de la H4K16 con respecto a las células control tras el tratamiento con 
olaparib, aunque se redujeron notablemente en ausencia de VRK1 (Figura 28). Ambos 
resultados pusieron de manifiesto que el efecto de VRK1 sobre la acetilación de la 
H4K16 es independiente de ATM. 
 
Figura 27: La ausencia de VRK1 conlleva una reducción significativa de los niveles de la 
H4K16ac en las células HT144 (ATM -/-). Se silenció la expresión génica de VRK1 durante 72 
horas y se retiró el suero del medio de cultivo 24 horas después (48 horas, 0,5% FBS). A 
continuación, se trataron las células correspondientes con olaparib (10 µM, 24 horas) y se 
analizaron los niveles de la H4K16ac mediante microscopía confocal y western blot. A. 
Acetilación de la H4K16 en respuesta al tratamiento con olaparib en presencia o ausencia de 
VRK1, y cuantificación de los niveles de dicha acetilación. La significación estadística se calculó 
con el test de comparación múltiple de Dunn’s. B. Cambios en los niveles de la H4K16ac 
evaluados por western blot a partir de extractos enriquecidos en histonas. C. Análisis de los 
niveles proteicos de VRK1 tras el silenciamiento génico. siCtrl: siC; siVRK1-02: siV. ns: no 






























































































Figura 28: La inhibición de ATM no interfiere en la acetilación de la H4K16 en las células 
A549. Se transfectaron estas células con 2 ARNi (siCtrl y siVRK1-02, 72 horas) y se retiró el 
suero del medio de cultivo 24 horas después (48 horas, 0,5% FBS). Tres horas antes de tratar 
las células con olaparib (10 µM, 24 horas), se preincubaron con el inhibidor de ATM (KU55933, 1 
µM) y, se evaluaron los niveles de la H4K16ac mediante microscopía confocal. A. Efecto del 
silenciamiento de VRK1 y/o del inhibidor KU55933 sobre la acetilación de la H4K16 en respuesta 
al tratamiento con olaparib. B. Cuantificación de los niveles de la H4K16ac tras el tratamiento 
con olaparib y/o el inhibidor de ATM en presencia o ausencia de VRK1. La significación 
estadística se calculó con el test de comparación múltiple de Dunn’s. C. Comprobación del 














































































































































2.1  Los cambios en la metilación de la cromatina alteran el 
perfil de ciclo celular sin modificar la viabilidad 
La cromatina es una estructura dinámica sujeta a numerosos cambios asociados a 
procesos celulares que afectan al ADN, como la replicación, la transcripción o la 
respuesta al daño génico, que implican alteraciones en el patrón de modificaciones 
covalentes en las histonas. Con el objetivo de estudiar parte de estas alteraciones, 
concretamente las que afectan a la metilación, en distintos contextos celulares, 
utilizamos un enfoque basado en el tratamiento con inhibidores de metiltransferasas 
(chaetocin) y de demetilasas (JMJD2 inhibitor o JMJD2i). El inhibidor chaetocin es una 
micotoxina presente en especies del género Chaetomium y pertenece a la clase de 
las 3-6 epiditio-dicetopiperacinas (227). Por su parte, el JMJD2i o 5-carboxi-8-
hidroxiquinolina es un inhibidor específico de la subfamilia de demetilasas JMJD2, que 
consta de 6 miembros (JMJD2A-F) (228). 
Lo primero que quisimos determinar fue la capacidad de ambos compuestos para 
inhibir la metilación y demetilación de un resido conocido, la trimetilación de la lisina 9 
de la histona H3 (H3K9me3), en la línea celular U2OS. Utilizando concentraciones de 
100 nM de chaetocin y 100 µM de JMJD2i, observamos una reducción significativa de 
los niveles de H3K9me3 tras el tratamiento con chaetocin, y un aumento considerable 
















2.  EFECTO DEL INHIBIDOR CHAETOCIN  EN LA 
REGULACIÓN DEL CICLO CELULAR Y LA 






Figura 29: Cambios en la trimetilación de la H3K9 tras el tratamiento con chaetocin o 
JMJD2i. Tras retirar el suero del medio de cultivo (48 horas, 0,5% FBS), se trataron las células 
U2OS con 100 nM de chaetocin o 100 µM de JMJD2i durante 24 horas. Posteriormente, se 
analizaron los niveles de la H3K9me3 mediante microscopía confocal. A. Trimetilación de la 
H3K9 en presencia de chaetocin o JMJD2i. B. Cuantificación de los niveles de H3K9me3 tras el 
tratamiento con chaetocin o JMJD2i. La significación estadística se analizó con el test de la U de 
Mann-Whitney, comparando por separado cada uno de los tratamientos con el control. ***, 
p<0,001. 
A continuación, nos propusimos caracterizar el efecto de estos inhibidores sobre el 
ciclo y la viabilidad celular, ya que estudios previos mostraban que el inhibidor 
chaetocin inducía la parada del ciclo celular en G2/M y promovía la apoptosis (229). 
En este caso, sincronizamos las células U2OS en las fases G2/M del ciclo con 
nocodazol y las tratamos con chaetocin o JMJD2i. Seguidamente, analizamos el perfil 
de ciclo celular y la viabilidad mediante citometría de flujo. En respuesta al tratamiento 
con chaetocin, las células U2OS no eran capaces de progresar a través del ciclo 
celular, quedando atrapadas en las fases G2/M (Figura 30.A y C). Por contra, el 
inhibidor de la subfamilia JMJD2 mostraba un perfil similar al de las células control, 
pero con un incremento significativo del porcentaje de células en G0/G1 (Figura 30.A 
y C). Ahora bien, curiosamente, ninguno de los dos inhibidores mostró diferencias 















































Figura 30: El inhibidor de metiltransferasas chaetocin y el de demetilasas JMJD2i 
modifican el perfil de ciclo de las células U2OS sin alterar su viabilidad. Se trataron estas 
células con nocodazol durante toda la noche para sincronizarlas en las fases G2/M del ciclo, y 
antes de retirar este compuesto del medio, se preincubaron durante 3 horas con chaetocin (100 
nM) o JMJD2i (100 µM). Posteriormente, se eliminó el nocodazol del medio y se añadió medio al 
0,5% de suero con cada uno de los inhibidores (a excepción del punto control) durante 24 horas. 
Finalmente se evaluó la viabilidad celular y el perfil de ciclo mediante citometría de flujo. A. Perfil 
de ciclo celular tras el tratamiento con los inhibidores de metiltransferasas y demetilasas. B. 
Estudio de la viabilidad celular en respuesta a chaetocin y JMJD2i. C. Análisis del perfil de ciclo 
celular y del porcentaje de células viables como consecuencia del tratamiento con chaetocin y 
JMJD2i. Los experimentos de viabilidad y ciclo celular se realizaron por triplicado y la 
significación estadística se calculó mediante la comparación de ambos tratamientos con el 
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2.2 El inhibidor chaetocin es capaz de inducir daño en el ADN 
por sí mismo, pero no muestra efectos sinérgicos con la 
radiación ionizante. 
Otro de los efectos asociados al inhibidor chaetocin, junto con la regulación del ciclo 
celular, es la capacidad que tiene para inducir estrés oxidativo (230). Esto nos llevó a 
pensar que este inhibidor causaría daño en el ADN y podría colaborar con otras 
fuentes de daño oxidativo como la radiación ionizante. Para corroborar esta hipótesis, 
tratamos las células U2OS con dosis crecientes de chaetocin durante 24 horas y, 
posteriormente, las irradiamos (1-3 Gy). Pasados 30 minutos, analizamos la formación 
de focos de γH2AX en respuesta al tratamiento con chaetocin, IR o su combinación. 
Los resultados obtenidos demostraron que el inhibidor chaetocin, independientemente 
de la concentración empleada, aumentaba de manera significativa el número de focos 
de reparación con respecto al control, pero su efecto era menor que el de las dosis de 
radiación empleadas. Además, la combinación de este inhibidor (50 nM) con IR (1 Gy) 
no se tradujo en un incremento de la cantidad de focos de γH2AX respecto al 
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Figura 31: El inhibidor chaetocin induce daño en el ADN, pero no muestra un efecto 
sinérgico sobre la formación de focos de γH2AX al combinarlo con IR. Se retiró el suero del 
medio de cultivo de las células U2OS durante 48 horas (0,5% FBS) y se trataron con chaetocin 
(50-100 nM, 24 horas). Pasadas las 48 horas sin suero y las 24 de tratamiento con el inhibidor, 
se irradiaron (1-3 Gy) y, 30 minutos después, se analizó la formación de focos de γH2AX por 
microscopía confocal. A. Formación de focos de γH2AX en respuesta al tratamiento con 
chaetocin y/o IR. B. Cuantificación del número de focos de γH2AX tras la inducción de daño 
génico con chaetocin, IR o su combinación. La significación estadística se calculó utilizando el 
test de comparación múltiple de Dunn’s. ns: no significativo; **, p<0,01; ***, p<0,001. 
2.3 La inhibición de la metilación asociada al tratamiento con 
chaetocin impide la correcta formación de focos de 53BP1 
tras la inducción de daño con IR 
En vista de los resultados obtenidos con γH2AX, un marcador de respuesta temprana, 
nos preguntamos cuál sería el efecto del inhibidor chaetocin sobre el reclutamiento de 
proteínas de reparación implicadas en una ruta concreta, como es el caso de 53BP1, 
utilizando como fuente de daño distintas dosis de radiación ionizante (0,5-1-3 Gy). 
Tras 24 horas de tratamiento con este inhibidor de metiltransferasas y 30 minutos 
después de irradiar las células, analizamos la formación de focos de γH2AX y 53BP1 
en la línea celular U2OS. Para nuestra sorpresa, el incremento del número de focos 
de γH2AX asociado a dosis crecientes de IR en presencia del inhibidor chaetocin no 
iba acompañado de la acumulación de 53BP1 en las regiones del ADN dañadas 
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Figura 32: El inhibidor chaetocin impide la correcta formación de focos de 53BP1 tras la 
inducción de daño con IR sin modificar sus niveles proteicos. Tras retirar el suero del medio 
de cultivo de las células U2OS (48 horas, 0,5% FBS) e incubarlas con 100 nM de chaetocin (24 
horas), se irradiaron (0,5-1-3 Gy) y, pasados 30 minutos, se evaluó la formación de focos de 
γH2AX y 53BP1 mediante microscopía confocal. A. Focos de γH2AX y 53BP1 en respuesta al 
tratamiento con IR y/o chaetocin. B. Cuantificación del número de focos de γH2AX y 53BP1 en 
presencia o ausencia de chaetocin tras inducir daño génico con IR. La significación estadística 
se calculó utilizando el test de comparación múltiple de Dunn’s. C. Western blot en el que se 
comparan los niveles proteicos de 53BP1 en respuesta al tratamiento con chaetocin y/o IR. ns: 
no significativo; *, p<0,05; **, p<0,01; ***, p<0,001. 
Estos datos nos hicieron pensar que quizá el inhibidor chaetocin estuviese alterando 
la expresión de 53BP1 o promoviendo su degradación, por lo que analizamos los 
niveles proteicos de esta proteína mediante western blot. Al ver que estos niveles no 
se modificaban en presencia de chaetocin y/o IR (Figura 32.C), supusimos que este 
inhibidor interfería en el reclutamiento y la formación de focos de 53BP1. 
A continuación, quisimos comprobar el efecto del inhibidor de demetilasas (JMJD2i) 
sobre la formación de focos de 53BP1 en células U2OS. En este caso, tratamos estas 
células durante 24 horas con el inhibidor de la subfamilia JMJD2 (100 µM) y, a 
continuación, las irradiamos (0,5-1-3 Gy). A diferencia de lo que ocurría con el 
inhibidor chaetocin, tanto el número de focos de γH2AX como el de 53BP1 
aumentaban de manera dosis-dependiente en presencia de JMJD2i (Figura 33), lo 





















































Figura 33: La inhibición de demetilasas mediada por JMJD2i no afecta a la formación de 
focos de γH2AX y 53BP1 en respuesta a IR. Se retiró el suero del medio de cultivo de las 
células U2OS (48 horas, 0,5% FBS) y se incubaron con el inhibidor JMJD2i (100 µM) durante 24 
horas. Posteriormente, se irradiaron (0,5-1-3 Gy) y se analizó la formación de focos de γH2AX y 
53BP1 mediante microscopía confocal. A. Formación de focos de γH2AX y 53BP1 tras el 
tratamiento con JMJD2i y/o IR. B. Cuantificación de los focos de γH2AX y 53BP1 en respuesta al 
tratamiento con JMJD2i, IR o su combinación. La significación estadística se calculó con el test 
de comparación múltiple de Dunn’s. ns: no significativo; ***, p<0,001. 
  
B







































































2.4 El inhibidor chaetocin impide la formación de focos de 
53BP1 asociada al tratamiento con olaparib 
Ante el efecto mostrado por el inhibidor chaetocin sobre la formación de focos de 
53BP1 inducidos por el tratamiento con radiación ionizante, quisimos descartar que 
dicho efecto se debiese a la fuente de daño empleada. Por este motivo, decidimos 
preincubar las células U2OS con chaetocin para, posteriormente, tratarlas durante 24 
horas con concentraciones crecientes de olaparib. Al igual que ocurría con la IR, el 
daño en el ADN causado por olaparib, detectado mediante la formación de focos de 
γH2AX y 53BP1, no se veía afectado en ausencia de chaetocin, pero la presencia de 
este inhibidor impidió de nuevo que la proteína 53BP1 se reclutase adecuadamente a 























































































































































Figura 34: El inhibidor chaetocin impide la correcta formación de focos de 53BP1 tras el 
tratamiento con olaparib. Tras retirar el suero del medio de cultivo (48 horas, 0,5% FBS), se 
preincubaron las células U2OS con el inhibidor chaetocin durante 3 horas y, posteriormente, se 
añadió el olaparib (2,3-5-10 µM) y se incubaron los dos compuestos juntos durante 24 horas. 
Después de estos tratamientos, se evaluó la formación de focos de γH2AX y 53BP1 por 
microscopía confocal. A. Focos de γH2AX y 53BP1 en respuesta al tratamiento con olaparib en 
presencia o ausencia del inhibidor chaetocin. B. Cuantificación del número de focos de 
reparación tras el tratamiento con olaparib y/o chaetocin. La significación estadística se calculó 
























































































































































Figura 35: El tratamiento con el inhibidor de demetilasas JMJD2i no altera la formación de 
focos de 53BP1 en respuesta a olaparib. Se retiró el suero del medio de cultivo de las células 
U2OS (48 horas, 0,5% FBS) y se preincubaron con el inhibidor JMJD2i (100 µM; 3 horas). A 
continuación, se trataron con olaparib (2,5-5-10 µM) y se incubaron los dos compuestos juntos 
durante 24 horas. Posteriormente, se analizó la formación de focos de γH2AX y 53BP1 por 
microscopía confocal. A. Focos de γH2AX y 53BP1 asociados al tratamiento con olaparib y/o 
JMJD2i. B. Cuantificación de los focos de γH2AX y 53BP1 formados tras el tratamiento con 
olaparib en presencia o ausencia del inhibidor de demetilasas JMJD2i. La significación 
estadística se calculó con el test de comparación múltiple de Dunn’s. ns: no significativo; *, 
p<0,05; **, p<0,01; ***, p<0,001. 
Como en el apartado anterior, nos preguntamos si la inhibición de las demetilasas 
mediada por JMJD2i se comportaba de manera opuesta al inhibidor chaetocin en la 
formación de focos de 53BP1. Para evaluar esta hipótesis, tratamos las células U2OS 
durante 3 horas con el inhibidor JMJD2i y, a continuación, les añadimos el olaparib y 
las incubamos con ambos compuestos (24 horas). En este caso, el inhibidor de 
demetilasas no alteraba ni la formación de focos de γH2AX ni la de 53BP1 en 
respuesta a olaparib (Figura 35). 
2.5 El efecto del inhibidor chaetocin sobre la formación de 
focos de 53BP1 no depende del tiempo transcurrido desde 
la irradiación 
Los experimentos previos realizados con el inhibidor chaetocin en respuesta a IR se 
llevaron a cabo 30 minutos después de inducir el daño en el ADN, cuando el número 
de focos de los dos marcadores de reparación utilizados, γH2AX y 53BP1, alcanza su 
punto más alto. Sin embargo, pensamos que el inhibidor chaetocin podría estar 
causando únicamente un retraso en la aparición de los focos de reparación de 53BP1. 
Para investigarlo, analizamos la formación de focos de ambas proteínas a distintitos 
tiempos tras la irradiación, tanto en presencia como en ausencia de chaetocin. Los 
resultados obtenidos demostraron que la proteína 53BP1 era incapaz de acumularse 
en las regiones del ADN dañadas independientemente del tiempo que hubiera pasado 
desde la exposición a la IR en presencia del inhibidor de metiltransferasas. Por el 
contrario, el número de focos de γH2AX, que aumentó de manera drástica durante los 
primeros instantes post-IR (15-30 minutos), disminuyó progresivamente hasta 
alcanzar un nivel residual que era más alto tras el tratamiento con chaetocin que en 
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2.6 La inhibición de la metilación asociada al tratamiento con 
chaetocin no modifica el reclutamiento de otras proteínas 
implicadas en la reparación de las DSBs generadas por lR 
Con el fin de determinar si el efecto del inhibidor chaetocin afectaba también a otros 
componentes de la ruta de reparación de las DSBs, analizamos la formación de focos 
y los niveles proteicos de otras dos proteínas implicadas en la respuesta al daño, 
NBS1 y MDC1. Elegimos a NBS1 por ser miembro del complejo MRN, que protege los 
extremos generados tras la rotura y actúa como punto de ensamblaje para otras 
proteínas implicadas en la reparación (81, 82). Por otro lado, analizamos la proteína 
MDC1 porque se une a la histona H2AX fosforilada (γH2AX) en respuesta al daño en 
el ADN (88), que no se afecta por el tratamiento con chaetocin, y porque interacciona 
con 53BP1 y favorece su acumulación en las regiones donde se han producido las 
DSBs (94, 95). 
Tras evaluar la formación de focos de NBS1 en respuesta al daño generado por IR y 
en presencia o ausencia de chaetocin, vimos que los niveles de este componente del 
complejo MRN aumentaban como consecuencia del daño inducido por IR y/o el 
inhibidor de metiltransferasas, siendo especialmente significativo el incremento 
asociado al tratamiento con chaetocin e IR (Figura 37.A).  
Al igual que ocurría con NBS1, la formación de focos de MDC1 tampoco se vio 
alterada por la inhibición de la metilación, alcanzándose el mayor número de focos 
tras la exposición a la radiación, independientemente de la presencia o ausencia de 
chaetocin (Figura 37.B). Además, los niveles proteicos de ambas proteínas no 
sufrieron variaciones significativas asociadas a la radiación o al tratamiento con el 
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Figura 37: La inhibición de la metilación mediada por chaetocin no afecta ni a la formación 
de focos de NBS1 y MDC1 ni a sus niveles proteicos. Se retiró el suero del medio de cultivo 
de las células U2OS (48 horas, 0,5% FBS) y se incubaron con chaetocin durante 24 horas. 
Posteriormente, se irradiaron (3 Gy) y, pasados 30 minutos, se analizó la formación de focos de 
NBS1 y MDC1 mediante microscopía confocal y los niveles proteicos de ambas proteínas por 
western blot. A. Focos de NBS1 en respuesta a IR y/o chaetocin, y cuantificación de los niveles 
de esta proteína, medidos a través de su fluorescencia. B. Formación de focos de MDC1 tras el 
tratamiento con chaetocin, IR o su combinación. La significación estadística de las figuras A y B 
se calculó con el test de comparación múltiple de Dunn’s. C. Western blots que indican los 
niveles proteicos de NBS1 y MDC1. *, p<0,05; ***, p<0,001. 
2.7 La pérdida de la acetilación de la histona H4 en la lisina 16 
no interfiere en la formación de focos de 53BP1 en 
respuesta a IR 
Como se ha mencionado en la introducción, la acetilación de la H4K16 es uno de los 
principales marcadores de relajación local de la cromatina asociada a la respuesta al 
daño en el ADN (69-71). Por esta razón, quisimos estudiar si la pérdida de esta 
acetilación asociada a la inhibición de Tip60 alteraba la formación de focos de 53BP1. 
Tras inducir daño en el ADN con IR, observamos un aumento dosis-dependiente de 
los niveles de la H4K16ac y del número de focos de 53BP1. Sin embargo, la pérdida 
de la acetilación de la H4K16 debida al tratamiento con MG149, un inhibidor 
específico de Tip60, no interfirió en la formación de estos focos de reparación en 




















































Figura 38: La inhibición de Tip60 mediada por MG149 reduce significativamente los 
niveles de H4K16ac, pero no interfiere en la formación de focos de 53BP1. Tras retirar el 
suero del medio de cultivo de las células U2OS (48 horas, 0,5% FBS), se incubaron con MG149 
(1 µM) y, 24 horas después, se irradiaron (3 Gy). Pasados 30 minutos, se evaluaron, por 
separado, la formación de focos de 53BP1 y los niveles de acetilación de la H4K16 mediante 
microscopía confocal. A. Focos de 53BP1 y niveles de la H4K16ac tras la inducción de daño en 
el ADN en presencia o ausencia de MG149. B. Cuantificación del número de focos de 53BP1 y 
de la acetilación de la H4K16 en respuesta a IR y/o al tratamiento con el inhibidor MG149. La 
significación estadística se calculó con el test de comparación múltiple de Dunn’s. ns: no 


















































































2.8 El inhibidor chaetocin reduce los niveles de la dimetilación 
de la histona H4 en la lisina 20 e, indirectamente, favorece 
la acetilación de la H4K16 
Hasta este momento hemos demostrado que el inhibidor chaetocin impide la correcta 
formación de focos de 53BP1 en respuesta al daño génico inducido sin afectar al 
reclutamiento de otras proteínas clave en la respuesta como H2AX, NBS1 o MDC1. 
Ahora bien, para caracterizar de manera más precisa el efecto de este inhibidor de 
metiltransferasas, nos centramos en una de las modificaciones covalentes en las 
histonas asociadas específicamente al reclutamiento de 53BP1, la dimetilación de la 
histona H4 en la lisina 20 (H4K20me2), mediada por SET8 y MMSET en respuesta al 
daño. La proteína 53BP1 se une a esta modificación a través de sus dominios Tudor, 
lo que le permite acumularse en las regiones dañadas y servir de anclaje para otros 
factores implicados en la reparación de las DSBs por unión de extremos no 
homólogos (97, 98). 
Tras analizar los resultados obtenidos, vimos que el tratamiento con el inhibidor 
chaetocin reducía significativamente los niveles de la H4K20me2 en respuesta al daño 
génico inducido por IR (Figura 39.A y B). Además, pudimos comprobar también 
mediante western blot el efecto del inhibidor sobre esta modificación en ausencia de 
daño, el cual no pudimos detectar por inmunofluorescencia (Figura 39.C). 
Paralelamente a este experimento, evaluamos también los niveles de la H4K16ac en 
presencia o ausencia de chaetocin tras la inducción de daño en el ADN con IR, ya que 
es necesario que este residuo se deacetile para que 53BP1 pueda unirse 
adecuadamente a la H4K20me2 (104). En este caso, observamos que el aumento de 
esta acetilación asociado a la irradiación no variaba significativamente en presencia 
del inhibidor chaetocin (Figura 40), lo cual concuerda con la reducción de los niveles 







Figura 39: El inhibidor chaetocin reduce considerablemente los niveles de la H4K20me2 
en respuesta al daño génico inducido por IR. Se retiró el suero del medio de cultivo de las 
células U2OS (48 horas, 0,5% FBS) y se incubaron con chaetocin durante 24 horas. 
Posteriormente, se irradiaron (3 Gy) y, pasados 30 minutos, se analizaron los cambios en la 
H4K20me2 mediante microscopía confocal y western blot. A. Dimetilación de la H4K20 en 
respuesta al tratamiento con chaetocin y/o IR. B. Cuantificación de los niveles de la H4K20me2 
tras la inducción de daño génico con IR y el tratamiento con chaetocin. La significación 
estadística se calculó con el test de comparación múltiple de Dunn’s. C. Western blot que 
muestra los cambios en la H4K20me2 asociados al tratamiento con chaetocin y/o IR, partiendo 
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Figura 40: La acetilación de la H4K16 aumenta en respuesta al daño inducido con IR, pero 
no varía en presencia o ausencia de chaetocin. Tras retirar el suero del medio de cultivo de 
las células U2OS (48 horas, 0,5% FBS), se incubaron con el inhibidor chaetocin durante 24 
horas y se irradiaron (3 Gy) para evaluar posteriormente los cambios en la H4K16ac mediante 
microscopía confocal y western blot. A. Acetilación de la H4K16 en respuesta al tratamiento con 
chaetocin y/o IR. B. Cuantificación de los niveles de la H4K16ac tras la inducción de daño génico 
con IR y el tratamiento con chaetocin. La significación estadística se calculó con el test de 
comparación múltiple de Dunn’s. C. Western blot que muestra los cambios en la H4K16ac 
asociados al tratamiento con chaetocin y/o IR, partiendo de extractos enriquecidos en histonas. 
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Las modificaciones covalentes en las colas de las histonas juegan un papel esencial 
en distintos procesos celulares como la replicación, la transcripción o la reparación del 
ADN, donde el balance entre cromatina compactada y relajada debe regularse de 
manera precisa (22, 231).  
VRK1 tiene como sustratos a las histonas H3 y H2A (85, 152, 179) y el patrón de 
acetilación en las histonas H3 y H4 se ve alterado al silenciar esta quinasa (85). 
Además, en este trabajo de tesis doctoral hemos demostrado cómo el silenciamiento 
de VRK1 altera la acetilación de la H4K16 en respuesta al tratamiento con olaparib y/o 
IR, clave en la relajación local de la cromatina asociada a la reparación del ADN. En 
base a todos estos indicios, decidimos estudiar las variaciones en la acetilación y 
metilación de residuos concretos en las histonas H3 y H4 implicados en la relajación 
y/o compactación de la cromatina. 
3.1 Efecto del silenciamiento de VRK1 sobre la acetilación de 
la lisina 16 de la histona H4 
El primer residuo que quisimos caracterizar fue la acetilación de la H4K16 (H4K16ac), 
dado que ya existen datos en la bibliografía que hablan de las consecuencias que 
tiene la ausencia de VRK1 sobre esta modificación covalente (85). Con este objetivo, 
silenciamos la expresión del gen VRK1 durante 96 horas en la línea celular A549 con 
dos ARNi (siVRK1-02 y -03) y retiramos el suero del medio de cultivo durante 48 
horas para minimizar los cambios en esta acetilación que pudieran estar asociados al 
ciclo celular. A continuación, analizamos las variaciones en la H4K16ac mediante 
microscopía confocal y western blot. Los resultados obtenidos con ambas técnicas 
demostraron que la ausencia de VRK1 conlleva una disminución significativa de los 
niveles de la H4K16ac (Figura 41). 
3. IMPLICACIÓN DE LA QUINASA HUMANA VRK1 
EN LA REGULACIÓN DE LAS MODIFICACIONES 






Figura 41: El silenciamiento de VRK1 reduce significativamente los niveles de la H4K16ac. 
Se transfectaron las células A549 con 3 ARNi (siCtrl y una combinación de siVRK1-02 y -03) 
durante 96 horas y se retiró el suero del medio de cultivo (48 horas, 0,5% FBS). A continuación, 
se analizaron los niveles de la H4K16ac por microscopía confocal y western blot. A. Cambios en 
acetilación de la H4K16 tras el silenciamiento de VRK1. B. Cuantificación de los niveles de la 
H4K16ac en presencia o ausencia de VRK1. La significación estadística se calculó con el test de 
la U de Mann-Whitney. C. Comprobación del silenciamiento de VRK1 mediante western blot. D. 
Extractos enriquecidos en histonas en los que se aprecian los cambios en la acetilación de la 
H4K16 en ausencia de VRK1. La cuantificación de las bandas representa el cociente 
H4K16ac/H3 relativizado con respecto al control. E. Representación esquemática del efecto del 





















































































3.1.1 La inhibición de las deacetilasas de histonas compensa el efecto 
del silenciamiento de VRK1 sobre la H4K16ac 
La dinámica de acetilación/deacetilación de la H4K16 depende de la acción de dos 
principales grupos de enzimas, las acetiltransferasas y las deacetilasas de histonas 
(HATs y HDACs, respectivamente). Para esclarecer los mecanismos moleculares a 
través de los cuales VRK1 regula los cambios en la H4K16ac, evaluamos, en primer 
lugar, el efecto de dos inhibidores de HDACs ya descritos en la bibliografía, entinostat 
y SAHA (232-234), sobre esta acetilación en presencia o ausencia de VRK1. Tras el 
tratamiento con ambos inhibidores, los niveles de la H4K16ac aumentaron 
significativamente, independientemente de que se hubiese silenciado o no la 

























































Figura 42: Los inhibidores entinostat y SAHA promueven un aumento significativo de los 
niveles de la H4K16ac que no depende de la presencia o ausencia de VRK1. Tras silenciar 
la expresión génica de VRK1 (96 horas) y retirar el suero del medio de cultivo de las células 
A549 (48 horas, 0,5% FBS), se incubaron con los inhibidores entinostat (5 µM) y SAHA (5 µM) 
durante 24 horas y se evaluaron los niveles de la H4K16ac mediante microscopía confocal. A. 
Acetilación de la H4K16 en respuesta al tratamiento con entinostat y SAHA en presencia o 
ausencia de VRK1. B. Cuantificación de los niveles de la H4K16 asociados al tratamiento con 
entinostat y SAHA tras silenciar o no la expresión de VRK1. La significación estadística se 
calculó con el test de Kluskal-Wallis y el post hoc T2 de Tamhane. C. Análisis de los niveles 
proteicos de VRK1 tras el silenciamiento génico. D. Esquema en el que se indica el grupo de 
enzimas diana de los inhibidores entinostat y SAHA. siCtrl: siC; siVRK1: siVRK1-02 + siVRK1-03. 
***, p<0,001. 
3.1.2 La disminución de los niveles de la H4K16ac en ausencia de 
VRK1 es comparable al efecto que tiene el inhibidor MG149 
sobre esta acetilación 
Paralelamente al experimento con los inhibidores de deacetilasas, estudiamos el 
efecto de dos inhibidores de acetiltransferasas de histonas con distinta especificidad, 
C646, frente a p300/CBP, y MG149, frente a Tip60, los cuales se habían descrito 
previamente (235, 236). Dado que sólo Tip60, y no p300/CBP, media la acetilación de 
la H4K16, esperábamos un efecto diferencial entre los dos compuestos. El análisis de 
la acetilación de la H4K16 tras el tratamiento con los inhibidores de HATs reveló que 
el inhibidor MG149 reducía los niveles de la H4K16ac de manera similar al 
silenciamiento de VRK1, mientras que el otro compuesto, C646, no mostraba 





































































a esta modificación covalente de la histona H4 sí que disminuyó en ausencia de VRK1 



















































Figura 43: El inhibidor MG149 mimetiza el efecto de la ausencia de VRK1 sobre la 
H4K16ac. Se transfectaron las células A549 con 3 ARNi (siCtrl y una combinación de siVRK1-02 
y -03) durante 96 horas y se retiró el suero del medio de cultivo (48 horas, 0,5% FBS) antes de 
incubarlas con los inhibidores C646 (5 µM) y MG149 (1 µM) durante 24 horas. A continuación, se 
analizaron los cambios en los niveles de la H4K16ac mediante microscopía confocal. A. 
Acetilación de la H4K16 tras el silenciamiento de VRK1 y el tratamiento con C646 o MG149. B. 
Cuantificación de los niveles de la H4K16ac en respuesta a los inhibidores de HATs en presencia 
o ausencia de VRK1. La significación estadística se calculó con el test de Kluskal-Wallis y el post 
hoc T2 de Tamhane. C. Comprobación del silenciamiento de VRK1 mediante western blot. D. 
Esquema en el que se indica el grupo de enzimas diana de los inhibidores C646 y MG149. siCtrl: 
siC; siVRK1: siVRK1-02 + siVRK1-03. ns: no significativo; ***, p<0,001. 
3.2 La ausencia de VRK1 altera el patrón de metilación de la 
lisina 4 de la histona H3 
El siguiente residuo que quisimos analizar fue la trimetilación de la H3K4 (H3K4me3), 
que se asocia, igual que la H4K16ac, con la relajación de la cromatina (34, 40). Tras 
silenciar el gen VRK1 y retirar el suero del medio de las células A549, evaluamos los 
cambios en esta metilación mediante microscopía confocal y western blot. Como 
ocurría con la H4K16ac, la ausencia de VRK1 redujo notablemente los niveles de la 








































































Figura 44: El silenciamiento de VRK1 conlleva una disminución considerable de los 
niveles de la trimetilación de la H3K4. Se silenciaron las células A549 con dos ARNi (siVRK1-
02 y -03) y se retiró el suero del medio de cultivo (0,5% FBS) durante 96 y 48 horas, 
respectivamente. A continuación, se evaluaron los niveles de la H3K4me3 mediante microscopía 
confocal y western blot. A. Cambios en la trimetilación de la H3K4 tras el silenciamiento de 
VRK1. B. Cuantificación de los niveles de la H3K4me3 en presencia o ausencia de VRK1. La 
significación estadística se calculó con el test de la U de Mann-Whitney. C. Análisis de los 
niveles proteicos de VRK1 tras el silenciamiento génico. D. Extractos enriquecidos en histonas 
en los que se aprecian los cambios en los niveles de la trimetilación de la H3K4 en ausencia de 
VRK1. La cuantificación de las bandas representa el cociente H3K4me3/H3 relativizado con 
respecto al control. E. Representación esquemática del efecto del silenciamiento de VRK1 sobre 
























































































3.2.1 La inhibición de la metilación mediada por chaetocin mimetiza el 
efecto de la ausencia de VRK1 sobre la H3K4me3 
Para profundizar en la posible regulación de esta trimetilación, utilizamos los 
inhibidores de metiltransferasas y demetilasas de histonas chaetocin y JMJD2i, 
respectivamente (227, 228), y analizamos las variaciones en la H3K4me3 en 
presencia y ausencia de VRK1 y de cada uno de estos inhibidores. Tras incubar las 
células A549 con el inhibidor chaetocin, observamos una clara disminución de los 
niveles de la H3K4me3 que no depende de la presencia de VRK1, pero que mimetiza 
el efecto del silenciamiento de esta quinasa. Por el contrario, el inhibidor JMJD2i 
impide que la H3K4 se demetile y, en consecuencia, los niveles de esta trimetilación 



































































Figura 45: El silenciamiento de VRK1 y el tratamiento con el inhibidor chaetocin reducen 
significativamente los niveles de la H3K4me3. Se transfectaron las células A549 con 3 ARNi 
(siCtrl y una combinación de siVRK1-02 y -03) durante 96 horas y se retiró el suero del medio de 
cultivo (48 horas, 0,5% FBS) antes de incubarlas con los inhibidores chaetocin (100 nM) y 
JMJD2i (100 µM) durante 24 horas. Posteriormente, se analizaron los cambios en los niveles de 
la H3K4me3 mediante microscopía confocal. A. Trimetilación de la H3K4me3 tras el tratamiento 
con los inhibidores chaetocin y JMJD2i y el silenciamiento de VRK1. B. Cuantificación de los 
niveles de la H3K4me3 en presencia o ausencia de VRK1 y de los inhibidores correspondientes. 
La significación estadística se calculó con el test de Kluskal-Wallis y el post hoc T2 de Tamhane. 
C. Comprobación del silenciamiento de VRK1 mediante western blot. D. Esquema en el que se 
indica el grupo de enzimas diana de los inhibidores chaetocin y JMJD2i. siCtrl: siC; siVRK1: 
siVRK1-02 + siVRK1-03. ns: no significativo; *, p<0,05; ***, p<0,001. 
3.3 El silenciamiento de VRK1 modifica la dinámica de 
acetilación/metilación de la lisina 9 de la histona H3 
El último de los residuos que evaluamos fue la lisina 9 de la histona H3 y nos 
centramos en su acetilación (H3K9ac) o trimetilación (H3K9me3), dos modificaciones 
mutuamente excluyentes que favorecen la relajación o la compactación de la 
cromatina, respectivamente (22, 40, 41). Por esta razón, quisimos determinar el 
patrón diferencial de ambas modificaciones en presencia o ausencia de la quinasa 
VRK1. Una vez analizados los niveles de ambas modificaciones mediante 
microscopía confocal y western blot, vimos que, de manera muy significativa, los 
niveles basales de acetilación disminuían y los de la trimetilación aumentaban (Figura 
46), lo cual demuestra que la cromatina tiende a compactarse en ausencia de VRK1. 










































































que el silenciamiento de esta quinasa conllevaba una reducción considerable de otras 
marcas asociadas a la relajación de la cromatina como la H4K16ac (Figura 41) y la 











H3K9ac VRK1 DAPI DETALLE
10 μm






















































Figura 46: El silenciamiento de VRK1 conlleva el aumento de la metilación de la H3K9 y la 
disminución de la acetilación de este residuo. Se silenciaron las células A549 con dos ARNi 
(siVRK1-02 y -03) y se retiró el suero del medio de cultivo (0,5% FBS) durante 96 y 48 horas, 
respectivamente. A continuación, se evaluaron los niveles de la acetilación y la trimetilación de la 
H3K9 mediante microscopía confocal y western blot. A. Acetilación y trimetilación de la H3K9 en 
presencia o ausencia de VRK1. B. Análisis de los niveles proteicos de VRK1 tras el 
silenciamiento génico. C. Extractos enriquecidos en histonas en los que se aprecian los cambios 
en los niveles de la H3K9ac y la H3K9me3 en ausencia de VRK1. La cuantificación de las 
bandas representa el cociente H3K9ac/H3 o H3K9me3/H3 relativizado con respecto al control. D. 
Cuantificación de los niveles de la H3K9ac y la H3K9me3 tras el silenciamiento de VRK1. La 
significación estadística se calculó con el test de la U de Mann-Whitney. E. Representación 
esquemática del efecto del silenciamiento de VRK1 sobre las modificaciones covalentes de la 
H3K9. siCtrl: siC; siVRK1: siVRK1-02 + siVRK1-03. ***, p<0,001. 
3.3.1 Los niveles de acetilación de la H3K9 aumentan tras el 
tratamiento con inhibidores de deacetilasas en presencia y 
ausencia de VRK1 
Al igual que con la acetilación de la H4K16, quisimos estudiar el efecto de los 
inhibidores de deacetilasas entinostat y SAHA sobre la H3K9ac para determinar si 
alteraban la respuesta celular asociada al silenciamiento de VRK1. El tratamiento con 
estos inhibidores, al impedir la pérdida de la acetilación preexistente, supuso un 
aumento de los niveles de H3K9ac, más pronunciados en el caso de SAHA, tanto en 























































































esta quinasa sí se asoció con una disminución de la fluorescencia asociada a la 
H3K9ac en las células que no se incubaron con ningún inhibidor, como se observa 

























































Figura 47: La inhibición de las deacetilasas mediada por entinostat y SAHA conlleva un 
aumento significativo de los niveles de la H3K9ac. Se transfectaron las células A549 con 3 
ARNi (siCtrl y una combinación de siVRK1-02 y -03) durante 96 horas y se retiró el suero del 
medio de cultivo (48 horas, 0,5% FBS) antes de incubarlas con los inhibidores entinostat (5 µM) y 
SAHA (5 µM) durante 24 horas. Posteriormente, se analizaron los cambios en los niveles de la 
H3K9ac mediante microscopía confocal. A. Acetilación de la H3K9 en respuesta al tratamiento 
con los inhibidores de deacetilasas en presencia o ausencia de VRK1. B. Cuantificación de los 
niveles de la H3K9ac tras el silenciamiento de VRK1 y el tratamiento con entinostat o SAHA. La 
significación estadística se calculó con el test de Kluskal-Wallis y el post hoc T2 de Tamhane. C. 
Comprobación del silenciamiento de VRK1 mediante western blot. D. Esquema en el que se 
indica el grupo de enzimas diana de los inhibidores entinostat y SAHA. siCtrl: siC; siVRK1: 
siVRK1-02 + siVRK1-03. ***, p<0,001. 
3.3.2 El silenciamiento de VRK1 reduce los niveles de acetilación de la 
H3K9 de manera similar a los inhibidores de HATs 
Siguiendo con la caracterización de los cambios en la acetilación de la H3K9 y tras 
evaluar el efecto de los inhibidores de deacetilasas, estudiamos el efecto de los dos 
inhibidores de HATs ya utilizados para la H4K16ac, C646 y MG149. Los niveles de la 
H3K9ac disminuyeron con ambos inhibidores, pero, de manera más drástica, en 
respuesta al tratamiento con C646. Ahora bien, el silenciamiento de VRK1 redujo aún 
más los niveles de esta acetilación tanto en presencia como en ausencia de ambos 
























































































































































































Figura 48: Tanto el silenciamiento de VRK1 como el tratamiento con los inhibidores C646 
y MG149 reducen los niveles de acetilación de la H3K9. Tras silenciar la expresión génica de 
VRK1 (96 horas) y retirar el suero del medio de cultivo de las células A549 (48 horas, 0,5% FBS), 
se incubaron con los inhibidores C646 (5 µM) y MG149 (1 µM) durante 24 horas y se evaluaron 
los niveles de la H3K9ac mediante microscopía confocal. A. Acetilación de la H3K9 tras la 
inhibición de HATs mediada por C646 y MG149 y el silenciamiento de VRK1. B. Cuantificación 
de los niveles de la H3K9ac en respuesta al tratamiento con C646 o MG149 tanto en presencia 
como en ausencia de VRK1. La significación estadística se calculó con el test de Kluskal-Wallis y 
el post hoc T2 de Tamhane. C. Análisis de los niveles proteicos de VRK1 tras el silenciamiento 
génico. D. Esquema en el que se indica el grupo de enzimas diana de los inhibidores C646 y 
MG149. siCtrl: siC; siVRK1: siVRK1-02 + siVRK1-03. *, p<0,05; ***, p<0,001.  
3.3.3 La inhibición de las demetilasas mediada por JMJD2i mimetiza el 
efecto del silenciamiento de VRK1 sobre la trimetilación de la 
H3K9 
Una vez analizado el efecto de los inhibidores de HATs y HDACs sobre la acetilación 
de la H3K9, quisimos evaluar también qué pasaba con la trimetilación de este residuo. 
Con este objetivo, comparamos el efecto del silenciamiento de VRK1 sobre la 
H3K9me3 en las células A549 con el de los inhibidores chaetocin y JMJD2i. Al 
contrario de lo que ocurría con la H3K4me3, los niveles de la H3K9me3 aumentaban 
en ausencia de la quinasa VRK1, un efecto similar al del inhibidor de demetilasas 
JMJD2i. Sin embargo, la trimetilación de la H3K9 disminuyó notablemente en 
respuesta al tratamiento con chaetocin y, aunque el silenciamiento de VRK1 
contribuyó a aumentar los niveles de H3K9me3 en este supuesto, éstos seguían 
siendo significativamente menores a los asociados a la ausencia de esta quinasa en 











































































































































Figura 49: La inhibición de las demetilasas mediada por JMJD2i muestra el mismo efecto 
sobre la trimetilación de la H3K9 que el silenciamiento de VRK1. Se transfectaron las células 
A549 con 3 ARNi (siCtrl y una combinación de siVRK1-02 y -03) durante 96 horas y se retiró el 
suero del medio de cultivo (48 horas, 0,5% FBS) antes de incubarlas con los inhibidores 
chaetocin (100 nM) y JMJD2i (100 µM) durante 24 horas. Posteriormente, se analizaron los 
cambios en los niveles de la H3K9me3 mediante microscopía confocal. A. Trimetilación de la 
H3K9 tras el tratamiento con chaetocin o JMJD2i y el silenciamiento de VRK1. B. Cuantificación 
de los niveles de la H3K9me3 en respuesta al tratamiento con los inhibidores de 
metiltransferasas o demetilasas y a la presencia o ausencia de VRK1. La significación estadística 
se calculó con el test de Kluskal-Wallis y el post hoc T2 de Tamhane. C. Comprobación del 
silenciamiento de VRK1 mediante western blot. D. Esquema en el que se indica el grupo de 
enzimas diana de los inhibidores chaetocin y JMJD2i. siCtrl: siC; siVRK1: siVRK1-02 + siVRK1-
























El mantenimiento de la integridad genómica de un organismo vivo depende, en gran 
medida, de la capacidad que tenga para reparar las lesiones que se producen 
constantemente en su ADN, cuyo origen puede ser endógeno o exógeno. En las 
células eucariotas, existen multitud de vías de señalización implicadas en la 
reparación del ADN que se engloban en la llamada respuesta al daño génico (DDR), 
las cuales, a pesar de estar estrictamente reguladas, no son infalibles. Los defectos 
en estos mecanismos de reparación en el ADN están íntimamente relacionados con 
una amplia variedad de aberraciones genómicas, incluyendo mutaciones puntuales y 
translocaciones cromosómicas, así como la ganancia o pérdida de regiones 
cromosómicas o cromosomas enteros, que, en algunos casos, inducen cambios en la 
fisiología celular asociados directamente con la progresión tumoral (237).  
Ahora bien, la inactivación funcional de los mecanismos implicados en DDR no sólo 
promueve la transformación celular y el inicio de la carcinogénesis, sino que también 
vuelve a las células cancerosas más dependientes de las vías de reparación del ADN 
que siguen activas, lo que las hace más susceptibles a la terapia antitumoral (238). 
La quimioterapia y la radiación ionizante se utilizan para el tratamiento del cáncer por 
su capacidad para generar lesiones en el ADN de las células tumorales (239). Sin 
embargo, la efectividad de estos tratamientos no radica exclusivamente en la 
acumulación de daño génico. Muchos tipos de cáncer muestran defectos en la DDR 
que impiden la correcta reparación del ADN, favorecen la aparición de inestabilidad 
genómica en el tumor y alteran las relaciones entre las células tumorales y su 
microambiente (237). 
Una alternativa terapéutica a los tratamientos convencionales es la utilización de 
inhibidores específicos frente a componentes clave en la DDR, los cuales, en 
combinación con los fallos en las vías de reparación propios de las células tumorales 
y con agentes causantes de daño génico, sensibilizan al tumor y favorecen el efecto 
citotóxico de la quimioterapia (239). Dentro de este grupo de inhibidores destacan los 
dirigidos frente a PARP, entre los que se encuentra el olaparib, objeto de estudio en 
esta tesis doctoral. 
1. PAPEL DE VRK1 EN LA RESPUESTA AL DAÑO 
EN EL ADN CAUSADO POR LA COMBINACIÓN 





1.1 El olaparib sensibiliza a las células cancerosas al 
tratamiento con radiación ionizante y genera una 
respuesta independiente de p53 
Estudios previos hablan del uso combinado del olaparib con fuentes exógenas de 
daño génico como la radiación ionizante, ya que este fármaco quimioterapéutico 
bloquea el mecanismo principal de reparación del daño oxidativo generado por la IR 
(BER) y, en consecuencia, promueve la muerte celular tumoral por acumulación de 
lesiones en el ADN (125, 126). En nuestro caso, quisimos caracterizar el efecto 
sinérgico de ambos tratamientos sobre líneas celulares tumorales con distintos fondos 
genéticos y utilizando como marcadores dos proteínas implicadas en la reparación de 
roturas de doble cadena en el ADN (DSBs): la fosforilación de la histona H2AX 
(γH2AX), asociada a la respuesta temprana al daño e independiente del mecanismo 
de reparación que se active, y 53BP1, esencial en la reparación por unión de 
extremos no homólogos.  
El olaparib se utiliza en el tratamiento del cáncer de mama y de ovario con mutaciones 
en BRCA1/2, lo que nos llevó inicialmente a caracterizar el efecto combinado de este 
fármaco con la radiación en una línea de carcinoma de mama, MDA-MB-231 (triple 
negativo). Los resultados obtenidos muestran que el tratamiento exclusivo con 
concentraciones crecientes de olaparib tiene un efecto dosis-dependiente sobre el 
número de focos de γH2AX y 53BP1, lo que significa que este agente 
quimioterapéutico favorece la acumulación de daño en el ADN que tiene que ser 
reparado. Lo mismo ocurre en el caso de la radiación ionizante, donde dosis más 
bajas (0,5-1 Gy) generan un menor número de focos de reparación que las más altas 
(3 Gy). Posteriormente, el análisis de la combinación de ambos tratamientos reveló 
que las combinaciones de la concentración más alta de olaparib (10 µM) con dosis 
más bajas de radiación, tanto 0,5 como 1 Gy, eran capaces de formar el mismo 
número de focos de γH2AX y 53BP1 que la dosis de radiación más alta (3 Gy). 
Además, el uso de 5 µM de olaparib y 1 Gy de IR, que reduce a la mitad y a una 
tercera parte las dosis más elevadas de ambos tratamientos, respectivamente, 
permite generar el mismo número de roturas en el ADN que los tratamientos con este 
inhibidor de PARP y con la radiación por separado. Este descubrimiento es relevante 
desde el punto de vista clínico, ya que el uso del olaparib y de otros inhibidores de la 
DDR en distintos tumores beneficia significativamente al paciente, pero conlleva la 
aparición de efectos secundarios debido a su administración sistémica. Por esta 





daño génico en las células tumorales permitiría mejorar la calidad de vida de los 
enfermos de cáncer.  
Para evaluar que este efecto es independiente de la línea celular, realizamos el 
mismo tipo de experimentos en dos líneas tumorales de cáncer de pulmón, A549 
(TP53 +/+) y H1299 (TP53 -/-). Estas dos nuevas líneas nos permitieron comparar el 
efecto de la combinación de olaparib e IR en el contexto de la presencia o ausencia 
de p53, dado que la activación de este factor de transcripción mediada por daño 
génico pone en marcha mecanismos celulares de protección como la parada del ciclo 
o, si el daño es muy severo, la entrada de las células en apoptosis o senescencia 
(223). En ambas líneas, la combinación de olaparib (5 µM) e IR (1 Gy) mostró un 
efecto sinérgico sobre la formación de focos de γH2AX y 53BP1, al igual que ocurría 
con las células MDA-MB-231, lo que implica que el reclutamiento de γH2AX y 53BP1 
al sitio de la lesión en respuesta al tratamiento combinado no depende de la línea 
celular ni del estatus de p53. Esto refuerza la idea de que el olaparib sensibiliza a las 
células tumorales al tratamiento con radiación ionizante y abre el abanico de tumores 
en los que podría implantarse esta estrategia terapéutica. 
1.2 La quinasa VRK1 regula la respuesta al daño génico 
derivada del tratamiento con olaparib e IR 
La respuesta al daño en el ADN es un proceso altamente coordinado capaz de 
detectar, señalizar y reparar de manera eficaz las lesiones en el genoma en función 
de su naturaleza (52). Durante los últimos años, numerosos trabajos han puesto de 
manifiesto el papel de la quinasa VRK1, cuya localización es principalmente nuclear, 
en las distintas etapas de la DDR (85, 86, 101, 180). 
Como se ha comentado anteriormente en esta tesis, el primer evento que tiene que 
ocurrir tras la rotura del ADN es la relajación de la cromatina que se encuentra 
alrededor de la zona dañada (69). Esto conlleva la aparición de una estructura abierta 
y accesible que se caracteriza, principalmente, por un aumento de la acetilación de las 
histonas adyacentes, incluyendo la acetilación de la lisina 16 de la histona H4.  
Una de las funciones de la quinasa VRK1 es la regulación de la acetilación en 
respuesta al daño génico inducido por radiación ionizante (85). Por esta razón, 
quisimos determinar si la acetilación de la H4K16 variaba en respuesta al daño 
provocado por olaparib y/o IR, y si estos cambios estaban regulados por VRK1. El 
tratamiento con radiación u olaparib por separado aumentaba significativamente los 





también condujo a un incremento considerable de estos niveles. Sin embargo, el 
silenciamiento de VRK1 reduce la acetilación de la H4K16 en respuesta al daño 
génico. Esto apunta a que la regulación de esta modificación covalente en la histona 
H4 depende de esta quinasa de la cromatina, pero tiene que ser a través de un 
mecanismo indirecto, ya que VRK1 carece de actividad acetiltransferasa. 
En el contexto del daño en el ADN, la acetilación de la H4K16 depende de MOF y 
Tip60, y su actividad puede modularse por fosforilación (71, 78). Por tanto, es posible 
que VRK1 esté regulando a estas acetiltransferasas de la misma manera. 
Introduciendo la secuencia de ambas enzimas en la herramienta de predicción GPS 
3.0 (group-based prediction system; http://gps.biocuckoo.org/), encontramos diversos 
residuos candidatos a ser fosforilados por esta quinasa en ambas HATs. 
En el caso de MOF, convendría evaluar tanto in vitro como in vivo la fosforilación de 
los dos residuos predichos, las serinas 244 y 428, para determinar la posible 
interconexión entre VRK1 y los niveles de acetilación de la H4K16. A su vez, otros 
residuos de fosforilación de esta acetiltransferasa, que según el programa de 
predicción no serían diana de VRK1, están relacionados con la respuesta al daño en 
el ADN y habría que estudiarlos más a fondo. Estos residuos son las serinas 37 y 42, 
que se encontraron en un análisis multiómico del daño en el ADN generado por 
radiación UV (240), y la treonina 392, que se fosforila vía ATM y es importante para la 
reparación del daño génico en las fases S/G2 del ciclo celular (71, 241). 
Por su parte, Tip60 también tiene residuos potenciales de fosforilación según el 
programa de predicción, que varían en función de la isoforma de esta 
acetiltransferasa. En primer lugar, sería interesante estudiar la serina 6, que es la que 
presenta mayor puntuación, y, a continuación, la serina 422 y la treonina 191, 
presentes en todas las isoformas descritas para esta HAT. Merece la pena destacar a 
la treonina 191, dado que su fosforilación mediada por las MAP quinasas p38 
(p38MAPKs) en respuesta a radiación ionizante promueve la vía apoptótica al acetilar 
a p53 y activar a PUMA (242, 243), situando a este residuo en el contexto de la DDR. 
Además, convendría analizar también la serina 123 debido a la importancia que tiene 
esta fosforilación sobre su actividad catalítica (244). 
Junto con la acetilación de histonas, la fosforilación de la histona H2AX en la serina 
139 (γH2AX) y el reclutamiento del complejo MRN son esenciales para la detección 
del daño, la protección de los extremos generados tras la rotura y la amplificación de 
la señal en respuesta al daño en el ADN (54, 68, 82). Estudios previos han 





ionizante y fosforila, al igual que las quinasas de la familia PIKK (ATM, ATR y DNA-
PKcs), a la histona H2AX. Además, esta quinasa es necesaria para que se formen 
correctamente los focos de γH2AX (85, 101). Por este motivo, analizamos el efecto 
del silenciamiento de VRK1 sobre la formación de estos focos tras la inducción de 
daño génico con olaparib y/o IR. Tanto la combinación de ambos tratamientos como 
su uso por separado contribuían a la acumulación de γH2AX en las zonas dañadas e 
incrementaban el número de focos de manera notable. Sin embargo, la ausencia de 
VRK1 afectaba significativamente a la formación de focos de γH2AX en respuesta a 
olaparib, IR y a su combinación, lo que quiere decir que el papel que juega VRK1 en 
la fosforilación y acumulación de γH2AX en las regiones adyacentes a la región 
dañada es independiente del tipo de daño.  
Tanto ATM como VRK1 fosforilan en la serina 343 a NBS1, uno de los componentes 
del complejo MRN (86, 87). En el caso de VRK1, esta fosforilación no depende de 
ATM e impide la ubiquitinación y posterior degradación de NBS1 vía proteasoma (86). 
Dado que el silenciamiento de VRK1 también interfiere en la formación de focos de 
NBS1 tras la inducción de daño génico con radiación ionizante, quisimos determinar la 
respuesta celular tras el tratamiento con olaparib y/o IR sobre la formación de focos 
de NBS1 en presencia o ausencia de esta quinasa de la cromatina. Los resultados 
obtenidos muestran que el silenciamiento de VRK1 altera la formación de focos de 
γH2AX y NBS1 de manera similar en respuesta al tratamiento con olaparib e IR, por 
separado, o a su combinación, lo que sitúa a VRK1 en las primeras etapas de la 
respuesta al daño, no sólo por su implicación en la relajación de la estructura de la 
cromatina, sino también por la regulación de algunas de las proteínas sensoras claves 
en la reparación. 
Debido al efecto que tiene la ausencia de VRK1 sobre la acetilación de la histona H4 y 
la fosforilación de H2AX y NBS1 tras la inducción de daño génico con olaparib y/o IR, 
era de esperar que afectase a otras proteínas que participan en etapas más 
avanzadas de la respuesta. Elegimos a 53BP1 por dos principales motivos. En primer 
lugar, por el papel que juega VRK1, por una parte, en la formación de focos de 53BP1 
en respuesta a radiación ionizante y al tratamiento con doxorrubicina (101, 180), y, por 
otra, en la fosforilación de las serinas 25 y 29 de 53BP1 tras la inducción de daño 
génico con IR (101). El segundo motivo deriva del hecho de que hemos estudiado el 
efecto del silenciamiento de VRK1 sobre la relajación de la cromatina y la formación 
de focos de γH2AX y NBS1 asociadas al daño génico en células que no se están 
dividiendo, como es el caso de las neuronas o las células madre, donde las roturas de 





consecuencia, elegimos a 53BP1, una proteína clave en este mecanismo de 
respuesta a las DSBs. 
El análisis del silenciamiento de VRK1 sobre la formación de focos de 53BP1 
asociados al tratamiento con olaparib y/o IR puso de manifiesto que esta quinasa de 
la cromatina también interfiere en la reparación de las DSBs causadas por este 
fármaco quimioterapéutico, la IR y su combinación. Con estos datos, podemos 
demostrar que VRK1 se activa en respuesta a diferentes tipos de daño, 
independientemente del estado de división de las células, y participa en distintas 
etapas de la reparación.  
Como hemos visto hasta ahora, las quinasas VRK1 y ATM son indispensables para el 
correcto desarrollo de la DDR y, en algunos casos, redundantes en sus funciones. Sin 
embargo, la activación de VRK1 es previa a la de ATM en respuesta al daño en el 
ADN (85, 86, 101), con lo que la inhibición de ATM debería mimetizar el efecto del 
silenciamiento de VRK1. Evaluamos esta hipótesis tratando las células con un 
inhibidor específico de ATM, KU55933, y vimos cómo la formación defectiva de los 
focos de γH2AX y 53BP1 tras el tratamiento con olaparib en ausencia de VRK1 se 
asemejaba al de la inhibición de ATM. Además, se sabe que la activación de ATM es 
posterior a la relajación de la cromatina (51) y que VRK1 modula los niveles de 
acetilación de la H4K16ac (85), por lo que quisimos demostrar que esta acetilación no 
se veía afectada por la inhibición de ATM o la ausencia de esta quinasa. En respuesta 
a olaparib, las células tratadas con el inhibidor KU55933 o las que carecían de ATM 
mostraban un aumento significativo de los niveles de la H4K16ac, al contrario de lo 
que ocurría con aquellas donde la expresión génica de VRK1 se había silenciado. 
Estos resultados indican, por tanto, que VRK1 participa en la relajación local de la 
cromatina como consecuencia del daño génico y se activa antes que ATM. De hecho, 
basándonos en la posibilidad de que VRK1 fosforile a Tip60 y module así la 
acetilación de la H4K16, esta quinasa podría regular indirectamente la activación de 
ATM, que depende de la acetilación de la lisina 3016 mediada por esta 
acetiltransferasa (75). 
Además de la implicación que tiene la quinasa humana VRK1 en las distintas etapas 
de la respuesta al daño en el ADN provocado por el olaparib y/o la IR, nos 
preguntamos si la respuesta mediada por esta quinasa dependía de p53 y/o ATM. El 
factor de transcripción p53 es un supresor tumoral que protege a las células del daño 
génico al mediar la parada de ciclo y la muerte celular. Al obtener resultados similares 
en líneas TP53 +/+ (A549) y TP53 -/- (H1299), podemos decir que la respuesta celular 





factor de transcripción, lo que amplía el rango de tumores en los que podría utilizarse 
la combinación olaparib/IR y los futuros inhibidores de VRK1.  
Por su parte, ATM es una quinasa que actúa a distintos niveles de la DDR y es clave 
en la reparación del ADN, al igual que VRK1. Además, se sabe que el tratamiento con 
olaparib sensibiliza a tumores que carecen de ATM (129, 130). Los datos que se 
extraen de nuestros experimentos nos indican que el silenciamiento de VRK1 
interfiere en la reparación del ADN en líneas que carecen de ATM y el hecho de que 
VRK1 preceda a la quinasa ATM en la respuesta permitiría utilizar inhibidores 
específicos de VRK1 en combinación con olaparib e IR en tumores ATM +/+. 
1.3 El desarrollo de inhibidores de VRK1 para su utilización en 
tratamientos combinados con olaparib e IR 
Por su efecto sobre la relajación local en la cromatina y en etapas concretas de la 
reparación del ADN, podemos decir que VRK1 juega una doble función en la DDR, lo 
que convierte a esta quinasa en una potencial diana terapéutica. Además, el 
silenciamiento de VRK1 no sólo afecta a la respuesta al daño génico, sino que 
también interfiere en la proliferación celular, de tal forma que, en caso de utilizarse en 
el tratamiento contra el cáncer, favorecería la reducción del tamaño del tumor y el 
incremento de la inestabilidad genómica. Por tanto, basándonos en la implicación de 
VRK1 en la progresión del ciclo celular y la respuesta al daño en el ADN, la inhibición 
de esta quinasa, en combinación con fuentes exógenas de DSBs, conllevaría la 
acumulación de mutaciones en las células madre tumorales, y promovería la 
activación de los programas de muerte celular en estas células o, en su defecto, las 
haría más susceptibles a la inmunoterapia (245, 246).  
Muchos tumores tienen altos niveles de VRK1 asociados con un mal pronóstico, ya 
que facilitan la proliferación de las células que lo componen (157, 158, 190), la 
formación de metástasis (191) y la resistencia al daño en el ADN (101, 180) debido a 
la activación de las rutas de señalización y reparación del ADN en la cromatina (185) y 
a las respuestas celulares mediadas por p53 (147, 151, 156, 167, 168). En 
consecuencia, la ausencia de VRK1 contribuiría a la disminución de la tasa 
proliferativa de las células tumorales e impediría la activación de la DDR. 
En base a los resultados obtenidos, que apoyan la idea de que el silenciamiento de 
VRK1 sensibiliza a las células tumorales a los tratamientos que causan daño en el 
ADN, podemos afirmar que la ausencia de esta quinasa facilita la acción antitumoral 





abriría las puertas a nuevas estrategias terapéuticas de letalidad sintética en 
combinación con inhibidores de PARP como el olaparib y la IR, que contribuiría a 
reducir las dosis de los tratamientos actuales y, en consecuencia, su toxicidad. 
 
Figura 50: Diagrama que muestra las distintas etapas de la respuesta al daño en el ADN 
inducida por IR y como se ven alteradas por inhibidores específicos de proteínas clave de la 
DDR. Se destaca en mayúsculas el papel que tendría la inhibición de VRK1 en este contexto. 
El dominio catalítico de VRK1 presenta una serie de características atípicas (148) que 
lo vuelven insensible a otros inhibidores de serina/treonina quinasas, como ha 
quedado demostrado mediante ensayos de interacción (247, 248) y de auto- y 
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transfosforilación (217). Hasta la fecha, se han evaluado dos inhibidores de esta 
quinasa, la luteolina y el ácido ursólico. La luteolina es un flavonoide natural con un 
alto poder antioxidante que se ha visto que inhibe la autofosforilación de VRK1 y la 
fosforilación de BAF mediada por esta quinasa. A su vez, promueve la parada del 
ciclo celular y reduce la viabilidad celular, favoreciendo la apoptosis (218). Por su 
parte, el ácido ursólico, también presente en plantas, inhibe la inflamación y promueve 
la autofagia. Además, se ha visto que contribuye a la acumulación de daño génico al 
inhibir a VRK1 y muestra un efecto sinérgico con algunos agentes quimioterapéuticos 
causantes de lesiones en el ADN (219). Sin embargo, y a pesar de que ambos 
compuestos son capaces de interaccionar de manera específica con VRK1, las 
concentraciones necesarias para inhibir significativamente su actividad autocatalítica y 
de fosforilación de sustrato son muy elevadas, del rango micromolar, lo que 
incrementa el riesgo de inhibición cruzada con otras quinasas y de causar efectos 
secundarios en el paciente en caso de utilizarlas en tratamiento (185). Por tanto, es 
importante seguir trabajando en el desarrollo de nuevos inhibidores de VRK1 que 
permitan su uso a concentraciones tolerables para los pacientes y con un efecto 
contrastado sobre su actividad quinasa. 
Como conclusión a este apartado, podemos decir que el silenciamiento de VRK1 
altera la respuesta al daño en el ADN a distintos niveles tras el tratamiento con 
olaparib y/o IR en células que no se están dividiendo. Además, la inhibición de esta 
quinasa mediada por compuestos específicos podría utilizarse en terapias 
combinadas con olaparib e IR en diferentes tipos de cáncer, independientemente del 
estado mutacional de p53 o ATM. Por último, los fallos en la DDR asociados a la 
inhibición de VRK1 favorecen la acumulación de daño génico en las células 
tumorales, lo que las conduciría a la muerte celular o las haría más inmunogénicas y/o 






Las distintas funciones biológicas del inhibidor chaetocin, un metabolito aislado de 
hongos del género Chaetomium, lo convierten en un potencial agente antitumoral. 
Entre ellas, cabe destacar la inhibición de las metiltransferasas (227), la generación 
de estrés oxidativo (230), el bloqueo del ciclo celular en G2/M y la inducción de 
apoptosis (229, 249). En este trabajo se ha abordado la implicación de este inhibidor 
en la regulación del ciclo celular y de la respuesta al daño en el ADN en el contexto de 
la línea celular U2OS. 
2.1 Consecuencias del tratamiento con los inhibidores 
chaetocin y JMJD2i sobre la regulación del ciclo celular 
En primer lugar, para verificar la efectividad del tratamiento con el inhibidor chaetocin, 
evaluamos los niveles de la trimetilación de la H3K9 (H3K9me3), en comparación con 
los de un inhibidor de demetilasas de la subfamilia JMJD2 (JMJD2i). Como cabía 
esperar, la fluorescencia asociada a la H3K9me3 disminuyó significativamente en 
presencia de chaetocin, resultados que demuestran la capacidad de este compuesto 
para inhibir específicamente a las metiltransferasas de histonas. Por el contrario, los 
niveles de esta trimetilación aumentaron notablemente tras el tratamiento con JMJD2i, 
dado que la inhibición de la actividad demetilasa está directamente relacionada con el 
mantenimiento de un estado hipermetilado de la cromatina. 
A continuación, quisimos corroborar el efecto de estos inhibidores sobre el ciclo 
celular. Con este objetivo, sincronizamos las células U2OS en G2/M con nocodazol y 
las tratamos con ambos inhibidores, chaetocin y JMJD2i. Tras analizar los perfiles de 
ciclo obtenidos, vimos que los dos compuestos impedían la progresión del ciclo tras 
24 horas de tratamiento: el primero de ellos, chaetocin, en las fases G2/M, y el 
segundo, JMJD2i, en G0/G1. Estos resultados concuerdan con el hecho de que el 
inhibidor chaetocin induce la condensación de la cromatina (250). En condiciones 
normales, dicha condensación se revierte tras la mitosis (251), pero la presencia de 
este inhibidor interfiere en este proceso. Además, siguiendo con este argumento, 
podría explicarse el efecto de JMJD2i sobre el bloqueo durante las fases G0/G1 del 
ciclo celular. En este caso, el inhibidor favorece la descondensación de la cromatina 
asociada al final de la mitosis, pero impide que ésta se compacte de nuevo en el 
siguiente ciclo de división. 
2.  EFECTO DEL INHIBIDOR CHAETOCIN  EN LA 
REGULACIÓN DEL CICLO CELULAR Y LA 





Estos datos apoyarían el uso de ambos inhibidores en el tratamiento contra el cáncer, 
ya que los dos promueven la parada del ciclo en distintas fases, una de las principales 
estrategias utilizadas en clínica para combatir la progresión tumoral (252). Además, 
podría decirse que el inhibidor chaetocin tiene un efecto antitumoral adicional en este 
contexto, dado que la condensación irreversible de la cromatina que provoca es una 
característica típica de las células apoptóticas y senescentes (253). Sin embargo, 
nuestros estudios no muestran cambios en la viabilidad celular asociada al tratamiento 
con estos inhibidores, por lo que sería necesario realizar nuevos experimentos a 
distintos tiempos y con distintas concentraciones para determinar si son capaces de 
inducir muerte celular en este modelo experimental. 
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2.2 Implicación del inhibidor chaetocin en la respuesta al daño 
en el ADN 
La capacidad de generar estrés oxidativo es una de las características que convierte 
al inhibidor chaetocin en un posible agente quimioterapéutico (230). Esto se debe, 
principalmente, a que este compuesto compite con la tiorredoxina para unirse a la 
tiorredoxina reductasa e inhibirla, lo que se traduce en un aumento de la producción 
de especies reactivas de oxígeno (ROS) y de la oxidación de proteínas celulares 
(254). Dependiendo de la concentración celular, estas ROS pueden actuar como 
reguladores de rutas de señalización implicadas en supervivencia o proliferación (255) 
o inducir daño en el ADN y/o apoptosis (256, 257). 
Con la intención de esclarecer el papel que juega el inhibidor chaetocin en la 
respuesta al daño génico, analizamos la inducción de roturas de doble cadena 
mediada por este compuesto en células U2OS crecidas en ausencia de suero (0,5% 
FBS). Utilizando como marcador de estas DSBs a la histona H2AX fosforilada 
(γH2AX), observamos un aumento significativo del número de focos de γH2AX 
asociado al inhibidor chaetocin. Sin embargo, la cantidad de focos formados como 
consecuencia del tratamiento con este inhibidor no era comparable a la de otras 
fuentes exógenas de estrés oxidativo como la radiación ionizante. Esto nos hizo 
pensar que la combinación de chaetocin con la radiación podría tener un efecto 
sinérgico y permitiría reducir las dosis de radiación, pero los resultados obtenidos 
demostraron que los focos de γH2AX generados en respuesta al uso combinado de 
dosis más bajas de ambas fuentes de ROS era considerablemente menor que en el 
caso de la radiación más alta. Esto podría significar que la cantidad de especies 
reactivas de oxígeno asociadas al tratamiento con el inhibidor chaetocin son 
despreciables con respecto a las de la IR, por lo que no es posible detectar ningún 
efecto sinérgico entre este inhibidor y la radiación ionizante. 
Dado que el modelo elegido para estudiar la respuesta al daño en el ADN fueron 
células U2OS sin suero (0,5% FBS), que proliferan de manera significativamente 
menor que las que crecen en medio completo (10% FBS), necesitábamos un segundo 
marcador asociado a la reparación de DSBs a través de un mecanismo que se pueda 
activar en cualquier fase del ciclo celular, como la unión de extremos no homólogos 
(NHEJ). Al igual que en el caso de la combinación de olaparib e IR, escogimos a la 
proteína 53BP1. 
Aunque el propio inhibidor chaetocin induce daño en el ADN debido a la generación 





potente, la radiación ionizante. Tras generar daño génico con distintas dosis de IR en 
presencia o ausencia de chaetocin, observamos que este compuesto inhibía 
específicamente la formación de focos de 53BP1, sin que los de γH2AX se viesen 
afectados. Además, el hecho de que los niveles proteicos no se alterasen nos hizo 
pensar que el efecto de este inhibidor estaba íntimamente relacionado con el 
reclutamiento de 53BP1 a las regiones del ADN dañadas y, posiblemente, a su unión 
a la cromatina. Por tanto, todos estos resultados indicaban que el inhibidor chaetocin 
alteraba algún parámetro de la respuesta a las DSBs localizado entre la detección del 
daño mediada por γH2AX y la activación del mecanismo de reparación asociado a 
53BP1. 
Para validar este efecto, analizamos la formación de focos de γH2AX y 53BP1 en 
respuesta al tratamiento con olaparib. Como ocurría tras la inducción de DSBs con 
radiación, el inhibidor chaetocin interfiere en la formación de focos de 53BP1 asociada 
a la exposición a este agente quimioterapéutico, poniendo de manifiesto que el efecto 
de este inhibidor de metiltransferasas sobre el reclutamiento y acumulación de 53BP1 
durante el proceso de reparación del ADN es independiente de la fuente de daño 
empleada. 
Otra de las posibilidades que podría explicar el efecto del inhibidor chaetocin sobre la 
formación de focos de 53BP1 era que retrasase la acumulación de esta proteína en 
las DSBs. Por este motivo, realizamos una curva de tiempo post-irradiación en 
presencia o ausencia de dicho inhibidor. Los resultados obtenidos nos indicaron, por 
una parte, que el inhibidor chaetocin impedía la formación de focos de 53BP1 incluso 
12 horas después de irradiar las células y, por otra, que el número y el tamaño de los 
focos de γH2AX era mayor tras el tratamiento con este inhibidor sólo o en 
combinación con IR. Además, observamos un aumento de la fluorescencia asociada a 
53BP1 en respuesta a chaetocin que nos estaría indicando que las células responden 
al daño e intentan reclutar a esta proteína a las DSBs, pero que no es capaz de 
formar los típicos focos de reparación. Probablemente, todos estos fenómenos están 
relacionados, ya que la no reparación de las roturas de doble cadena debido a los 
defectos en el reclutamiento de 53BP1 asociados al inhibidor chaetocin impide el 
desemsamblaje de los focos de reparación de γH2AX que, en consecuencia, se 
acumulan y se vuelven más grandes.  
Junto con la producción de ROS, la inhibición de las metiltransferasas de histonas es 
otra de las funciones mediada por chaetocin (227) y podría estar implicada en la 
respuesta al daño en el ADN. Por este motivo, evaluamos la formación de focos de 





al del inhibidor chaetocin en lo que a la metilación de histonas se refiere. Como era de 
esperar, este inhibidor de demetilasas no alteraba ni la formación de focos de γH2AX 
ni el reclutamiento de 53BP1 tras la inducción de daño génico con olaparib o IR. Estos 
datos nos llevaron a hipotetizar que el efecto sobre la acumulación de 53BP1 en los 
puntos donde se ha producido la rotura en el ADN asociado al inhibidor chaetocin 
podría deberse a la alteración del patrón de metilación de la cromatina, clave en la 
reparación de DSBs por unión de extremos no homólogos (96-98). 
Antes de analizar las posibles metilaciones de histonas afectadas por el tratamiento 
con chaetocin, nos preguntamos si este inhibidor alteraba la formación de focos de 
otras proteínas implicadas en la reparación del ADN y que se reclutan a las DSBs 
antes que 53BP1, como es el caso de NBS1 y MDC1. Usando la radiación ionizante 
como fuente de daño, observamos que la presencia de chaetocin no interfería en la 
formación de los focos de reparación de estas proteínas. 
También pensamos que este inhibidor de metiltransferasas podía estar modificando la 
relajación local de la cromatina, dado que el reclutamiento de acetiltransferasas como 
Tip60 depende de metilaciones concretas en las colas de las histonas (72, 73). Para 
corroborar esta hipótesis, inhibimos específicamente Tip60 con MG149 y analizamos 
posteriormente los niveles de la H4K16 (H4K16ac). Los resultados obtenidos 
mostraron cómo la disminución de acetilación de la H4K16 no afectaba a la formación 
de los focos de 53BP1. Esto quiere decir que las metilaciones necesarias para el 
reclutamiento de Tip60 no están asociadas al efecto del inhibidor chaetocin, ya que, 
en caso contrario, la inhibición de la actividad de Tip60 mediada por MG149 debería 
mimetizar las consecuencias del tratamiento con chaetocin. 
El hecho de que la relajación de la cromatina y la fosforilación y/o reclutamiento de 
proteínas como la histona H2AX, NBS1 o MDC1 no se vean alteradas en respuesta a 
chaetocin y/o radiación ionizante nos llevó a pensar que las modificaciones covalentes 
de histonas que posiblemente se afecten por el tratamiento con este inhibidor 
interfieran en el reclutamiento de 53BP1 en sí mismo y su unión a la cromatina. Una 
de las modificaciones covalentes que media la interacción entre 53BP1 y la cromatina 
es la dimetilación de la lisina 20 de la histona H4 (H4K20me2). 53BP1 se une 
específicamente a este residuo dimetilado a través de sus dominios Tudor, lo que 
promueve la reparación por NHEJ (97, 98). Dado que se había descrito anteriormente 
que el inhibidor chaetocin interfería en la metilación de otros residuos en las histonas 
(227), pensamos que esta dimetilación de la histona H4 era uno de los candidatos 
para explicar el efecto de este compuesto sobre la acumulación de 53BP1 en las 





respuesta a IR y al tratamiento con chaetocin mostraba que este inhibidor de 
metiltransferasas reducía notablemente esta dimetilación tras la inducción de daño 
génico con IR, mientras que no se observaban diferencias significativas entre el 
control y las células tratadas exclusivamente con chaetocin. Sin embargo, al evaluar 
mediante western blot el efecto de este inhibidor antes y después de irradiar las 
células, vimos que los niveles de la H4K20me2 disminuían considerablemente sin 
tener en cuenta la IR. Ambos resultados demuestran que la pérdida de esta metilación 
en respuesta al daño génico podría estar asociada a los defectos en el reclutamiento 
de 53BP1 debidos al tratamiento con chaetocin. Ahora bien, las diferencias 
encontradas entre las dos técnicas utilizadas, que sólo afectan a las células tratadas 
únicamente con chaetocin, pueden deberse a la capacidad diferencial del anticuerpo 
utilizado para reconocer este residuo dimetilado en condiciones nativas 
(fluorescencia) o desnaturalizadas (western blot).  
La metilación en la lisina 20 de la histona H4 no sólo es importante para la reparación 
del ADN, sino que también se asocia a otros procesos celulares relacionados con el 
mantenimiento de la integridad genómica como la replicación del ADN o la 
compactación de la cromatina (258). Las metiltransferasas que median 
preferentemente la mono- y dimetilación de este residuo de la histona H4 son SET8 y 
SUV420H1, respectivamente, aunque en el contexto de daño génico, esta dimetilación 
depende de MMSET (97). Por tanto, a la vista del efecto del inhibidor chaetocin sobre 
la H4K20me2, sería interesante estudiar la relación funcional y/o la interacción de este 
compuesto con estas metiltransferasas. 
Por último, nos preguntamos si el inhibidor chaetocin alteraría, de manera indirecta, a 
otras modificaciones en las histonas. Concretamente, nos centramos en la acetilación 
de la H4K16, basándonos en estudios previos que demuestran que esta modificación 
impide la unión de 53BP1 a la H4K20me2 (104). En este caso, suponíamos que la 
acetilación de este residuo seguiría siendo muy alta en presencia del inhibidor de 
metiltransferasas. Para verificar nuestra hipótesis, analizamos los niveles de la 
H4K16ac mediante microscopía confocal y western blot tras la inducción de daño con 
IR y/o el tratamiento con chaetocin y, como esperábamos, la presencia de este 
inhibidor no alteraba la acumulación de la H4K16ac en respuesta a IR. En 
consecuencia, podemos decir que el inhibidor chaetocin reduce significativamente los 
niveles de H4K20me2 e, indirectamente, favorece la acetilación de la H4K16, 
impidiendo el reclutamiento de 53BP1 y su unión a la cromatina e interfiriendo así en 


































































































































































































































































































































































































































El descubrimiento de este nuevo mecanismo molecular por el cual el inhibidor 
chaetocin modula la respuesta al daño en el ADN ayudaría a explicar, junto con la 
generación de ROS, la inducción de apoptosis y la inhibición de la proliferación celular 
(229, 230, 259-266), el efecto antitumoral de este metabolito fúngico y aportaría 







Los extremos N-terminales de las histonas que forman el nucleosoma se modifican 
covalentemente de manera diferencial en función del proceso celular en el que 
participen (22). El elevado número de modificaciones covalentes y, sobre todo, la 
relación o cross-talk que existe entre ellas, contribuyen enormemente a la regulación 
de la estructura de la cromatina (267). 
El genoma de las células eucariotas, desde el punto de vista de la cromatina, puede 
dividirse en dos grandes regiones, que difieren significativamente en cuanto al tipo de 
modificaciones presentes en las histonas: eucromatina y heterocromatina. La 
eucromatina se caracteriza por tener una estructura más relajada, contener la mayoría 
de los genes que se transcriben y estar sujeta a cambios asociados al ciclo celular, 
mientras que la heterocromatina es mucho más compacta y suele ser refractaria a los 
cambios cíclicos relacionados con la división celular (267).  
En esta tesis doctoral nos hemos centrado en el patrón de acetilación/metilación de 
residuos concretos de las histonas H3 y H4 en la línea celular A549 y hemos 
demostrado que la quinasa de la cromatina VRK1 actúa como un regulador indirecto 
de dichas modificaciones asociadas con la relajación o compactación de la cromatina. 
3.1 Cambios en la acetilación de la lisina 16 de la histona H4 
asociados al silenciamiento de VRK1 
VRK1 es una quinasa de cromatina capaz de fosforilar tanto proteínas implicadas en 
la respuesta al daño como factores de transcripción e histonas, entre otras. 
Precisamente, las fosforilaciones en las distintas histonas del nucleosoma mediadas 
por esta quinasa la sitúan en el control de la proliferación celular (179), la 
condensación de la cromatina en las fases G2/M del ciclo celular (152), y  las primeras 
etapas de la respuesta al daño génico (85). Además, se ha descrito el efecto del 
silenciamiento de esta quinasa en la regulación de distintos residuos acetilados de las 
histonas H3 y H4 (85). Todos estos datos indican que la quinasa VRK1 está presente 
en multitud de procesos celulares y participa en la regulación de la estructura de la 
cromatina de manera directa e indirecta, por lo que quisimos estudiar, en primer lugar, 
las variaciones en la acetilación de la H4K16 asociadas a la presencia o ausencia de 
VRK1 y cómo esta quinasa podría estar controlando dichas variaciones. 
3. IMPLICACIÓN DE LA QUINASA HUMANA VRK1 
EN LA REGULACIÓN DE LAS MODIFICACIONES 






La acetilación de la histona H4 en la lisina 16 juega un papel esencial durante la 
transcripción (42) y la reparación del ADN (69-71), procesos en los que es necesario 
que la cromatina se relaje. Además, es la única modificación covalente que impide la 
correcta formación de la fibra de 30 nm, asociada a la compactación de la cromatina 
durante la división celular (225).  
El balance entre las acetiltransferasas (HATs) y las deacetilasas (HDACs) de histonas 
determina el patrón de acetilación de la lisina 16 de la histona H4 en los distintos 
procesos celulares en los que participa. Tip60 y MOF son las principales enzimas que 
catalizan la acetilación de este residuo, mientras que SIRT1 es la deacetilasa que 
media la eliminación del grupo acetilo de la H4K16 y de otros residuos en la histona 
H3 (268).  
Nuestros experimentos demuestran que el silenciamiento de VRK1 conlleva una 
reducción significativa de los niveles de acetilación de la H4K16. Estos resultados nos 
hicieron pensar que esta quinasa regula positivamente a las acetiltransferasas Tip60 
y/o MOF, o interfiere negativamente en la actividad deacetilasa de SIRT1. Para 
comprobar estas hipótesis, utilizamos, en primer lugar, un pan-inhibidor de 
deacetilasas, SAHA, y uno más específico dirigido frente a las deacetilasas de las 
clases I y III, entinostat. Si VRK1 inhibiese a SIRT1 (clase III), como se podría deducir 
de nuestros experimientos, esperaríamos que tanto entinostat como SAHA 
mantuviesen elevados los niveles de acetilación de la H4K16 en presencia o ausencia 
de esta quinasa, y nuestros datos confirman esta premisa. Por tanto, no podemos 
descartar que esta quinasa de la cromatina regule negativamente la actividad 
deacetilasa de SIRT1. 
A continuación, nos preguntamos cuál sería el efecto de la inhibición de HATs sobre la 
H4K16ac, lo que podría explicar también las consecuencias del silenciamiento de 
VRK1 sobre esta acetilación. En este caso, empleamos C646, un inhibidor que tiene a 
p300/CBP como diana, y MG149, que está dirigido específicamente frente a Tip60. 
Los resultados obtenidos demostraron que la inhibición de Tip60 mediada por MG149 
mimetiza el efecto del silenciamiento de VRK1 sobre la acetilación de la H4K16, 
mientras que el inhibidor C646 no altera el patrón de esta acetilación en presencia de 
dicha quinasa. Con todo esto, podemos decir que Tip60 es una diana potencial de 
VRK1, lo que explicaría no sólo el efecto del silenciamiento de esta quinasa sobre la 
H4K16ac en condiciones basales, sino también en respuesta al daño génico.  
A pesar de que los datos obtenidos apuntan a la regulación de Tip60, no podemos 






screening) se ha encontrado un nuevo inhibidor dirigido particularmente frente a esta 
acetiltransferasa, denominado DC_M01_7 (269), que podría usarse para confirmar si 
MOF también es una posible diana de VRK1. 
 
Figura 53: Regulación de la acetilación de la H4K16 mediada por VRK1. MOF aparece entre 
signos de interrogación al no haber utilizado un inhibidor específico de esta HAT con el que 
comparar el efecto del silenciamiento de VRK1. 
3.2 Regulación de la trimetilación de la lisina 4 de la histona 
H3 mediada por la quinasa VRK1 
El siguiente residuo que quisimos caracterizar, la trimetilación de la H3K4, también 
está asociado a la relajación de la cromatina, principalmente en el inicio de la 
transcripción (34, 40). Los modificadores de cromatina más importantes que median 
esta trimetilación pertenecen a la familia MLL y a los complejos SETD1 y 2 (40, 270), 
mientras que son varias las demetilasas (KDMs) que se encargan de la eliminación 
del grupo metilo de este residuo. Una de ellas es KDM2B, capaz de demetilar esta 
lisina de la histona H3 junto con otras dos marcas epigenéticas (H3K36me1/2 y 
H3K79me2/3) en los promotores transcripcionalmente activos (271). Las demás 
pertenecen a la subfamila KDM5 y se caracterizan por la presencia de un dominio 
catalítico JmjC y por demetilar también a la H3K4me2 (272). 
Al igual que con la H4K16ac, estudiamos los cambios en los niveles de trimetilación 
de la H3K4 en presencia o ausencia de VRK1 y vimos que estos niveles disminuían 
tras silenciar VRK1, un efecto descrito anteriormente en el contexto del promotor de la 
ciclina D1 (179). Esto quiere decir que, hipotéticamente, VRK1 podría estar activando 
a las metiltransferasas (KMTs) que median esta trimetilación o inhibiendo a las 
demetilasas correspondientes, lo que impediría que los niveles basales de metilación 
disminuyesen. Para determinar qué enzimas están implicadas en la regulación de la 











tratamiento con inhibidores específicos, en este caso, de las KMTs y las KDMs 
(chaetocin y JMJD2i, respectivamente). Tras analizar los resultados, observamos que 
los niveles de la H3K4me3 eran significativamente mayores que los basales tras el 
tratamiento con JMJD2i tanto en presencia como en ausencia de VRK1. Ahora bien, el 
inhibidor chaetocin sí que mostró un efecto similar al silenciamiento de VRK1 sobre la 
trimetilación de la H3K4. Por tanto, la explicación más plausible de estos resultados es 
que VRK1 favorece el correcto funcionamiento de las metiltransferasas de histonas 
asociadas a la H3K4me3 y/o inhibe la actividad demetilasa de KDM2B y/o de la 
subfamilia KDM5. Sin embargo, es necesario tener en cuenta otros factores que 
podrían modificar esta teoría.  
El primero de ellos es el hecho de que experimentos con ratones en los que se han 
delecionado o truncado algunas de las metiltransferasas de la familia MLL muestran 
fenotipos claramente diferenciales, lo que sugiere que estas enzimas no son 
redundantes y juegan distintas funciones en la célula (270). En este trabajo 
observamos cambios globales en el patrón de metilación de la H3K4, por lo que sería 
conveniente analizar el efecto del silenciamiento de VRK1 en un contexto celular 
concreto y evaluar la posible regulación que esta quinasa ejerce sobre cada uno de 
los miembros de esta familia de KMTs.  
Otro de los factores que alteraría la interpretación de nuestros resultados es que la 
lisina 4 de la histona H3 también puede acetilarse (H3K4ac). Esta acetilación está 
presente, al igual que la trimetilación, en las regiones promotoras de los genes que se 
van a transcribir (273, 274). Dado que ambas modificaciones son mutuamente 
excluyentes, el balance entre acetilación y metilación debe estar estrictamente 
regulado y cabe la posibilidad de que VRK1 no sólo active a las KMTs o inhiba a las 
KDMs, sino que tenga un efecto indirecto asociado a la activación de las HDACs o la 
inhibición de las HATs que catalizan la acetilación de la H3K4 (Figura 54). Se sabe 
que en levaduras, la acetilación de esta lisina depende de Gcn5 y Rtt109 y la 
deacetilación, de Hst1 y Sir2 (274), mientras que en humanos se ha descrito que la 
expresión de Tip60 se asocia con esta acetilación y que SIRT1 deacetila este residuo 
en líneas de cáncer de mama (275, 276). Por consiguiente, sería interesante evaluar 
también el papel de VRK1 en la regulación de estos modificadores de cromatina 







Figura 54: Modelo hipotético de la regulación de las modificaciones covalentes en la lisina 4 de 
la histona H3 asociada a la quinasa VRK1. En línea discontinua se muestra el posible efecto de 
VRK1 sobre los modificadores de HDACs y HATs que explicarían los datos obtenido tras el 
silenciamiento de esta quinasa sobre la H3K4me3, pero que no se han analizado 
experimentalmente. Los mediadores más probables de la acetilación y deacetilación de la H3K4 
aparecen entre signos de interrogación. 
3.3 Cambios en la acetilación y trimetilación de la lisina 9 de la 
histona H3 mediados por VRK1 
Tras evaluar las consecuencias del silenciamiento de VRK1 sobre la acetilación de la 
H4K16 y trimetilación de la H3K4, nos planteamos el efecto que tendría esta quinasa 
en la regulación de las modificaciones covalentes de la lisina 9 de la histona H3, un 
residuo que, dependiendo de si está acetilado o trimetilado (H3K9ac o H3K9me3), 
promueve la relajación o compactación de la cromatina, respectivamente (40).  
Nuestros resultados sugieren que la quinasa VRK1 regula positivamente la acetilación 
de la H3K9 en detrimento de la metilación, en base a los datos obtenidos en presencia 
o ausencia de esta quinasa. Quisimos profundizar en la regulación de modificadores 
de cromatina implicados en la acetilación o metilación de la H3K9 y, con ese objetivo, 
evaluamos el efecto de los inhibidores de HATs (C646 y MG149) y HDACs (entinostat 
y SAHA) sobre la H3K9ac y de los de KMTs (chaetocin) y KDMs (JMJD2i) sobre la 
H3K9me3.  
Una de las deacetilasas que regula la transición entre acetilación y metilación de este 
residuo durante la reparación del ADN y la transcripción es HDAC3 (clase I) (277). El 
efecto esperable de entinostat y SAHA, en caso de que la H3K9ac estuviese regulada 
negativamente por VRK1, como cabría suponer en base a las consecuencias del 
silenciamiento de VRK1, es que los niveles de esta acetilación siguiesen siendo tanto 















teoría, lo que nos lleva a pensar que VRK1 podría estar actuando como un inhibidor 
más de HDACs. 
A continuación, estudiamos los cambios en los niveles de la H3K9ac asociados al 
tratamiento con C646 y MG149 (inhibidores de p300/CBP y Tip60, respectivamente) y 
al silenciamiento de VRK1. Nos llamó la atención el hecho de que el inhibidor C646 y, 
en menor medida, el MG149, redujesen los niveles de la H3K9ac en presencia de 
VRK1, ya que, desde un punto de vista teórico, ninguno de estos inhibidores debería 
regular negativamente a PCAF o GCN5, las enzimas encargadas de catalizar esta 
acetilación en distintos contextos celulares (41, 69). Este resultado podría explicarse 
suponiendo que dichos inhibidores no son del todo específicos o que la concentración 
utilizada es demasiado alta, lo que conllevaría, en ambos casos, una unión 
inespecífica con otras HATs e interferiría en su actividad acetiltansferasa. Ahora bien, 
el hecho de que estos inhibidores de acetiltransferasas reduzcan la acetilación de la 
H3K9, aunque no de manera tan significativa como el silenciamiento de VRK1, nos 
plantea la posibilidad de que esta quinasa regule positivamente a alguna de las HATs 
implicadas en dicha acetilación, GCN5 y/o PCAF, pero serían necesarios 
experimentos adicionales para confirmarlo. 
Una vez analizada la posible regulación de HATs y HDACs mediada por VRK1 sobre 
la H3K9ac, decidimos evaluar las variaciones en la trimetilación de este mismo 
residuo asociadas al tratamiento con inhibidores de KMTs (chaetocin) y KDMs 
(JMJD2i) en presencia o ausencia de VRK1. En las células eucariotas podemos 
encontrar gran variedad de enzimas que catalizan la trimetilación de este residuo, 
pertenecientes a la subfamilia SUV39 (SUV39H1/2 y SETDB1/2, mayoritariamente) 
(278), mientras que la demetilación de la H3K9me3 suele estar mediada por los 
miembros de la familia de demetilasas JMJD2 (A-D) (279). 
El inhibidor chaetocin mantiene los niveles basales de H3K9me3 en presencia de 
VRK1, mientras que la ausencia de VRK1 y el tratamiento con este inhibidor de KMTs 
se tradujo en un aumento de dicha trimetilación, sin llegar a alcanzarse los niveles 
asociados a silenciamiento de esta quinasa en ausencia de chaetocin. Esto indica que 
VRK1 podría estar inhibiendo a las metiltransferasas de la subfamilia SUV39 y se 
deduce del hecho de que, al silenciar dicha quinasa, estamos “eliminando” un 
regulador negativo de estas KMTs y la presencia del inhibidor chaetocin sólo 
compensa, en parte, la pérdida de VRK1 e impide que este residuo se trimetile. 
Por otra parte, el silenciamiento de VRK1 aumenta significativamente los niveles de la 






ausencia de esta quinasa. La explicación a estos resultados sería que VRK1 activa a 
las demetilasas de la familia JMJD2, ya que la inhibición mediada por JMJD2i 
favorece el incremento de los niveles de la H3K9me3 aunque esta quinasa esté 
presente, lo que la coloca como un potencial regulador positivo de esta familia de 
demetilasas.  
 
Figura 55: Cambios en la acetilación y la trimetilación de la H3K9 mediados por VRK1, indicando 
las enzimas que esta quinasa de la cromatina podría estar regulando. 
Por último, sería interesante analizar el posible efecto indirecto de los inhibidores de 
acetilasas/deacetilasas sobre la H3K9me3 y de los de metiltransferasas/demetilasas 
sobre la H3K9ac. En estos supuestos, la inhibición de las HDACs favorecería la 
acumulación de la acetilación de la H3K9 (Figura 56.A), con lo que cabría esperar que 
la metilación disminuyese, mientras que los inhibidores de HATs deberían promover 
dicha metilación (Figura 56.C). Del mismo modo, el inhibidor de KMTs (chaetocin), al 
impedir la metilación de la H3K9, contribuiría indirectamente al aumento de la 
acetilación (Figura 56.B), y el de demetilasas, que mantendría los niveles de 
















Figura 56: Efecto indirecto de los inhibidores de acetilasas/deacetilasas sobre la H3K9me3 y de 
los de metiltransferasas/demetilasas sobre la H3K9ac (representado con línea discontinua). El 
tamaño de cada modificación (acetilación o metilación) corresponde al aumento o disminución 
esperado de sus niveles en función del inhibidor utilizado. 
3.4 Modificación del patrón de acetilación/metilación de las 
histonas H3 y H4 como consecuencia del silenciamiento 
de VRK1 
Las modificaciones covalentes estudiadas en esta tesis doctoral están íntimamente 






















H4K16, y la trimetilación de la H3K4 son marcadores asociados a una estructura 
abierta de la cromatina y transcripcionalmente activa, mientras que la trimetilación de 
la H3K9 aparece mayoritariamente en regiones compactadas que no se transcriben 
(22, 34, 40, 42). 
Si analizamos en conjunto los resultados obtenidos tras el silenciamiento de VRK1, 
observamos una reducción considerable de las marcas epigenéticas propias de la 
cromatina relajada (H3K9ac, H4K16ac y H3K4me3) y el aumento de las que están 
vinculadas a una estructura más compactada (H3K9me3) (Figura 57). Por tanto, 
podemos concluir que, en condiciones basales, la quinasa VRK1 favorece la 
relajación de la cromatina. 
 
Figura 57: Cambios globales en el patrón de acetilación/metilación asociados al silenciamiento 
de VRK1. A. La presencia de VRK1 promueve la aparición de marcas epigenéticas asociadas a 
relajación de la cromatina. La flecha en las dos direcciones indica que ambas modificaciones se 
regulan positivamente entre ellas. B. El silenciamiento de VRK1 favorece la compactación de la 
cromatina. La flecha en las dos direcciones, en este caso, determina que estas dos 
modificaciones covalentes son mutuamente excluyentes. 
Ahora bien, al evaluar de forma global estos cambios en la estructura cromatínica, no 
podemos determinar qué zonas se acetilan o metilan de forma diferencial o cómo se 





















responder a estas cuestiones, sería necesario realizar estudios de ChIP-seq en los 
que se analizasen, de manera pormenorizada, las variaciones en estas 
modificaciones covalentes de las histonas en regiones concretas del ADN y en 
situaciones fisiológicas o patológicas diversas, lo que permitiría situar a VRK1 como 
un modulador de la cromatina en contextos celulares específicos. Además, 
convendría llevar a cabo también un análisis por espectrometría de masas que 
confirmara de manera más precisa el efecto del silenciamiento de esta quinasa sobre 









1. La combinación de olaparib (5 µM) y radiación ionizante (1 Gy) genera la 
misma cantidad de daño en el ADN, evaluada a través de la formación de 
focos de γH2AX y 53BP1, que las dosis más altas de cada uno de estos 
tratamientos por separado. 
 
2. El silenciamiento de la quinasa humana VRK1 interfiere en la acetilación de 
la lisina 16 de la histona H4 y en la formación de focos de reparación de 
γH2AX, NBS1 y 53BP1 tras la inducción de daño génico con olaparib y/o 
radiación ionizante. 
 
3. El efecto del silenciamiento de VRK1 sobre la respuesta al daño génico 
ocasionado por la combinación de olaparib y radiación ionizante es 
independiente de p53 y ATM. 
 
4. El inhibidor de metiltransferasas chaetocin bloquea la progresión del ciclo 
celular en las fases G2/M. 
 
5. El tratamiento con chaetocin impide la correcta formación de focos de 53BP1 
al inhibir la dimetilación de la lisina 20 de la histona H4 y favorecer, 
indirectamente, la acetilación de la lisina 16 de esta misma histona en 
respuesta al daño en el ADN. 
 
6. VRK1 altera el patrón de acetilación y metilación de las histonas H3 y H4, 
dado que el silenciamiento de esta quinasa de la cromatina se asocia, por 
una parte, con un aumento significativo de la trimetilación de la lisina 9 de la 
histona H3 y, por otra, con la disminución igualmente significativa de la 
acetilación de la lisina 16 de la histona H4 y de la trimetilación y acetilación 
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